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L’Angiopoïétine-1 (Ang-1) est un facteur de croissance pro-angiogénique qui agit sur les 
cellules endothéliales (CEs) et qui promeut la stabilisation des jonctions intercellulaires entre 
les CEs. L’Ang-1 contrôle, via l’activation du récepteur Tie2, la stabilité des vaisseaux sanguins 
et inhibe la perméabilité vasculaire aux macromolécules. Ces effets de l’Ang-1 sur les CEs sont 
essentiels pour la maturation finale des vaisseaux durant le processus de l’angiogenèse. Rap1, 
une petite GTPase, est impliquée dans l’adhésion intercellulaire. Grâce à des sondes 
biochimiques, nous avons pu montrer que l’Ang-1 active la GTPase Rap1 dans des CEs. Nous 
avons transfecté des CEs d’aortes bovines avec un ARN interférant (siRNA) contre Rap1 et 
nous avons trouvé que Rap1 contribue à la stabilisation des jonctions intercellulaires stimulées 
par l’Ang-1 en diminuant la perméabilité des jonctions endothéliales aux macromolécules. De 
plus, la transfection de siRNA contre Rap1 inhibe fortement l’induction du bourgeonnement 
angiogénique des CE lors d’essais de sphéroïdes.  Cependant, la diminution de l’expression de 
Rap1 n’affecte pas la migration des CEs lors d’essais de réparation de blessures stimulées par 
l’Ang-1. De façon intéressante, une diminution de l’expression de la VE-cadhérine, une autre 
protéine essentielle des jonctions d’encrage, inhibe complètement la migration des CEs stimulée 
par l’Ang-1 ainsi que le bourgeonnement angiogénique. Finalement, la diminution de 
l’expression de la VE-cadhérine provoque une augmentation de l’adhésion des CEs à la matrice 
extracellulaire tandis qu’aucun effet n’est observé suite à la diminution de l’expression de Rap1. 
Ces résultats suggèrent que la fonction de Rap1 stimulée par l’Ang-1, est principalement 
associée à son rôle au niveau de l’adhésion intercellulaire des CEs contrairement à la VE-
cadhérine qui est en plus impliquée dans leur adhésion à la matrice extracellulaire. 
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Angiopoietin-1 (Ang-1), an important angiogenic factor, plays a key role in blood vessel 
formation. Ang-1 controls, via it’s Tie-2 receptor, the stability of blood vessels and inhibits 
vascular permeability to macromolecules. These effects of Ang-1 on endothelial cells (ECs) are 
essential for the maturation of blood vessel during the angiogenic process. Studies have shown 
that the small GTPase Ras-associated protein-1 (Rap1) is involved in promoting cell adhesion, 
such as cadherin-mediated adhesion and vessel stability. While many studies establish Rap1 
activation as an important signaling event leading to adherens junctions (AJ) reinforcement, 
Rap1 has never been reported as a signaling target of Tie-2. We determine the contribution of 
Rap1 to Ang-1/Tie-2 stimulated angiogenic effect on ECs. Using a pull-down assay, we were 
able to show that Ang-1 rapidly activates Rap1 in ECs. We transfected bovine aortic endothelial 
cells (BAECs) with siRNA against Rap1 and we found that downregulation of Rap1 attenuated 
the anti-permeability effects of Ang-1 on ECs. Our results also reveal that Rap1 is necessary for 
EC sprouting stimulated by Ang-1 in our angiogenic in vitro model, but had no visible effect on 
EC migration. Although Rap1 and VE-cadherin are both essential in promoting the integrity of 
the endothelial barrier and cell sprouting, downregulation of VE-cadherin in BAECs transfected 
with siRNA against VE-cadherin abolished Ang-1 stimulated migration and promoted adhesion 
of ECs in contrast to Rap1. These results suggest that Ang-1 mostly activates Rap1 at the level 
of intercellular adhesions in EC whereas Ang-1 also induces VE-cadherin cell adhesion of ECs 
with the extracellular matrix. 
 
Keywords : Angiopoietin-1; angiogenesis, Rap1, VE-cadherin, sprouting, migration, 
adhesion, endothelial cells 
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CHAPITRE 1  
INTRODUCTION
  
1.1 Les vaisseaux sanguins 
1.1.1 Les cellules endothéliales 
Les cellules endothéliales (CEs) sont les cellules qui revêtent la paroi interne des vaisseaux 
sanguins. Elles sont les premières protagonistes de l’angiogenèse. Leurs plasticités cellulaires 
leur permettent de jouer un rôle critique dans de nombreux phénomènes physiologiques tels que 
dans le contrôle de la pression artérielle, la perméabilité vasculaire, l’angiogenèse, et l’immunité 
innée et adaptative 1 en fonction des signaux qu’elles perçoivent. Ces cellules ont en moyenne 
une durée de vie cellulaire de l’ordre d’une année chez l’Homme2, sont polarisées, avec une face 
apicale orientée vers la lumière du vaisseau et une face basale établie à la lame basale ce qui 
leurs donnent une résistance mécanique. Les CEs sont généralement inactivent chez l’adulte, 
mais peuvent être activées afin de proliférer suite à une blessure traumatique, lors d’une 
inflammation, lors de la formation de tumeurs ou en réponse à des signaux physiologiques 
pendant la croissance des cheveux et le cycle ovarien3.  
Les CEs nécessitent une régulation extrêmement précise afin de maintenir l’homéostasie du 
système vasculaire (Fig 1.1). Quand une inflammation se produit, des médiateurs 
inflammatoires tels que la thrombine ou le facteur de croissance endothéliale vasculaire (VEGF) 
augmentent la perméabilité vasculaire faisant passer les leucocytes. En outre, d’autres 
médiateurs tels que l’angiopoïétine-1 (Ang-1) diminuent cette perméabilité.  
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Figure 1.1 Régulation dynamique de la perméabilité vasculaire 
La perméabilité endothéliale est dynamiquement contrôlée par un certain nombre de médiateurs 
qui augmente ou diminue l’étanchéité de la barrière endothéliale. Dans les tissus adultes 
normaux, les CEs maintiennent la perméabilité vasculaire basale à un faible niveau. Lorsque 
l’inflammation est induite, les médiateurs inflammatoires augmentent la perméabilité 
vasculaire. Une dérégulation de la perméabilité facilite le développement et la progression de 




Les CEs forment l’endothélium vasculaire, la paroi interne des vaisseaux sanguins qui est en 
contact immédiat avec le flux sanguin. Le revêtement de la barrière endothéliale est formé d’une 
grande surface, estimé à environ 350 m2 chez l’humain. Ce tissu est donc présent en grande 
quantité dans l’organisme et forme le réseau microvasculaire. Ce réseau dense et ramifié formé 
 16 
de capillaires favorise l’échange de molécules et de protéines entre le sang et les tissus5. La 
perméabilité basale laisse passer des molécules comme l’eau, les gaz et les solutés. De plus, 
selon l’environnement tissulaire, l’endothélium vasculaire affiche une hétérogénéité 
histologique. En fait, il existe trois types d’endothélium en fonction du lit vasculaire : continu, 
fenêtré et discontinu.   
L’endothélium continu se retrouve dans les gros vaisseaux tels que dans les artères et les veines 
qui approvisionnent le cœur, la peau, les muscles et les poumons. Les CEs qui forment cette 
monocouche continue sont jointives et ne permettent que le passage de l’eau et les sels à travers 
les jonctions intercellulaires, les macromolécules étant plutôt acheminées grâce à des canaux 
transendothéliaux par transcytose.  
L’endothélium fenêtré est constitué de CEs fixées sur une lame basale et comportent des pores 
d’un diamètre de 60 à 80 nm qui laisse passer l’eau ainsi que les solutés, la diffusion de certaines 
protéines et macromolécules. L’endothélium fenêtré est une particularité des organes impliqués 
dans la filtration ou la sécrétion telle que la muqueuse intestinale, les glandes endocrines et le 
pancréas. 
L’endothélium discontinu se différencie des deux autres types d’endothélium par l’absence de 
membrane basale. Ceci permet le contact direct entre les hépatocytes et le sang à travers des 
ouvertures de 30 à 40 µm. Cette membrane discontinue est retrouvée dans la rate, la moelle 
osseuse et le foie. 
1.1.3 Les jonctions intercellulaires endothéliales 
Il existe trois types différents de jonctions intercellulaires endothéliales : les jonctions serrées 
(JS), les jonctions d’ancrage (JA) et les jonctions gap (Fig 1.4). Les JA et les JS, chez les CEs, 
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sont comparables à celles retrouvées chez les cellules épithéliales. Contrairement aux cellules 
épithéliales, cependant, les CEs n’ont pas de desmosomes, une structure cellulaire spécialisée 
pour l’adhésion cellule-cellule qui ancrent la membrane plasmique aux filaments intermédiaires 
du cytosquelette. Les JA initient les contacts de cellule à cellule et favorisent leur maturation et 
leur maintenance. Les JS permettent le passage des ions et des solutés à travers la voie 
paracellulaire 6. Les JS peuvent également servir de « barrière » pour limiter la libre circulation 
des lipides et des protéines entre les surfaces cellulaires apicale et basolatérale. L’organisation 
des jonctions intercellulaires à travers le groupement des protéines d’adhésion et de signalisation 
est un processus important par lequel les cellules détectent leur position, contrôlent la croissance 
et l’apoptose et forment des structures tubulaires 6, 7, 8. 
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Figure 1.2 Représentation schématique des jonctions intercellulaires chez des CEs 
Dans les CEs, l’adhésion aux jonctions serrées est favorisée par les claudines et les membres de 
la famille JAM. Les composants cytoplasmiques des jonctions serrées sont les protéines ZO, la 
cinguline, ZONAB et d’autres. Aux jonctions d’ancrages, l’adhérence est promue par les 
cadhérines qui se lient directement à p120, b-caténine et à la plakoglobine. Un grand ensemble 
de protéines se lient à l’actine et sont associés à des jonctions d’ancrage (JA) telles que l’a-
caténine, la vinculine, l’a-actinine et d’autres. Les jonctions de type Gap forment des 
hémicanaux qui peuvent diffuser latéralement à la membrane de jonctions, des petites 
molécules. Modifié à partir de référence 4. 
 
1.1.3.1 Les jonctions serrées (JS) 
Les composants de base des JS sont des protéines de la famille des claudines et occludines 9, 10 
(Fig 1.4). La famille des claudines compte plus de vingt membres, dont seulement quelques-uns 
sont exprimés par les CEs. Claudine-5 est plutôt omniprésente le long de l’arbre vasculaire. 
D’autres claudines non spécifiques à un type cellulaire particulier sont également présentes dans 
les CEs et leur combinaison varie pour répondre aux différents besoins de l’organe perfusé. Il 
existe d’autres variétés de protéines transmembranaires d’adhésion qui peuvent être retrouvées 
au niveau des JS (JAMs, ESAM, occludine, etc)11. Parmi les partenaires intracellulaires des 
claudines sont les membres de la famille des Zonula Occludens (ZO; ZO-1 et 2 dans 
l’endothélium). Les protéines ZO font partie d’un sous-groupe de la famille Guanylate Kinase 
(MAGUK) qui est associée à la membrane et qui se trouve aux JS dans la plupart des tissus, y 
compris l’endothélium. D’autres protéines des JS intercellulaires comprennent des protéines de 
signalisation et de liaison de l’actine.  
Les grandes artères qui sont exposées à des débits élevés présentent un système bien développé 
de JS. Au sein de la microvascularisation, les JS sont moins complexes dans les capillaires que 
dans les artérioles et encore moins dans les veinules. Les veinules post-capillaires sont le site 
primaire de l’extravasation des leucocytes, le mouvement des leucocytes hors du système 
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circulatoire et vers le site de lésion tissulaire et en conséquence, elles présentent une teneur 
élevée en récepteurs médiateurs de perméabilité tels que ceux pour l’histamine, la sérotonine et 
la bradykinine. Les JS sont particulièrement abondantes et complexes dans la microcirculation 
cérébrale où il est nécessaire de contrôler avec précision la perméabilité alors que les jonctions 
sont relativement mal organisées dans les veinules postcapillaires où l’échange entre le sang et 
les tissus est dynamique 8, 12.  
Les propriétés de la barrière hémato-encéphalique (BBB) sont déterminées par des complexes 
jonctionnels endothéliaux composés de JS et JA. Les JS entre les CEs de la BBB ont une 
résistance électrique endothéliale élevée et ont une faible perméabilité paracellulaire. La 
fonction des claudines dans le complexe des JS est de limiter de façon sélective le mouvement 
des ions et de ce fait, génère la résistance électrique de la barrière. Les JS du cerveau sont 
constituées des claudine-5 et claudine-12. Ces claudines forment des pores qui sont impliqués 
dans le mouvement transjonctionnel de l’eau 13.  
1.1.3.2 Les jonctions de type gap 
Les jonctions de type gap sont des structures de communication qui permettent le passage d’ions 
et de molécules de faible poids moléculaire (<1000 Da) entre cellules voisines6. Les protéines 
composantes de ces canaux, les connexines, appartiennent à une famille multigénique dont six 
molécules s’assemblent pour former un assemblage hexamérique de connexines. Deux 
hexamères de cellules adjacentes sont reliées en formant un pont cytoplasmique étroitement 
scellé afin d’empêcher l’échange de substances avec le milieu extracellulaire14. Parmi les 16 
membres identifiés dans les cellules de mammifères, Connexin37 (Cx37), Cx40 et Cx43 sont 
connus pour être exprimés par différents types de CEs15, 16, 17. Ces canaux se regroupent en 
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plaque polymorphe contenant de quelques-uns à des milliers de canaux18. L’apposition de 
membranes étroites requises pour permettre l’accostage entre les connexions encombre 
stériquement la plupart des autres protéines membranaires, laissant un « espace » extracellulaire 
étroit d’environ 2 nm pour lequel la jonction est nommée18.  
Des études in vitro indiquent que les propriétés des canaux jonctionnels gap sont déterminées 
par leurs constitutions en connexines. L’expression protéique spécifique des connexines peut 
également être affectée par des facteurs physiques et chimiques, tels que la charge mécanique, 
le taux de sucre dans le sang, les facteurs de croissance et les cytokines 19. Les jonctions de type 
gap sont impliquées dans une variété d’activité endothéliale, notamment dans le maintien de la 
barrière endothéliale, la coordination des réponses vasomotrices, la régulation de l’angiogenèse 
et dans la croissance endothéliale 15, 20. Ces jonctions peuvent également propager des signaux 
électriques entre des cellules voisines et il a été montré que la stimulation électrique induit des 
réponses angiogéniques dans les CEs en activant VEGFR 21. En effet, les cellules musculaires 
lisses vasculaires (CMLVs) et les CEs sont connectées par des jonctions gap situées entre les 
deux types cellulaires à la jonction myoendothéliale. La communication entre les deux types 
cellulaires joue un rôle essentiel dans les réponses médiées par le Ca2+ induites par des 
vasodilatateurs dépendants de l’endothélium tels que l’acétylcholine. Une augmentation du Ca2+ 
intracellulaire activerait le canal ionique K+- Ca2+ dépendant induisant l’hyperpolarisation des 
CMLVs par des jonctions gaps situés à la jonction myoendothéliale 22.  
1.1.3.3 Les jonctions d’ancrages (JA) et leurs rôles dans la perméabilité vasculaire  
Les JA sont omniprésentes le long de l’arbre vasculaire et sont exprimées à la fois dans les 
vaisseaux sanguins et lymphatiques.  Entre les JA, l’adhésion est assurée par des membres de la 
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famille des cadhérines, des protéines d’adhésion transmembranaires23. La VE-cadhérine est 
exprimée essentiellement dans tous les types d’endothélium. La N-cadhérine est également 
présente dans l’endothélium, mais elle est fréquemment localisée dans des structures cellulaires 
non-JA à la fois in vitro et in vivo. La VE-cadhérines se lie aux caténines intracellulaires, en 
particulier p120, la b-caténine et la plakoglobine. La b-caténine se lie également à l’a-caténine, 
qui lorsqu’elle est libérée par des jonctions dans le cytosol favorise le regroupement d’actine 
(Fig 1.4).  
Les JA, via VE-cadhérine, jouent un rôle important dans le contrôle de la perméabilité et de 
l’intégrité vasculaire. Des données in vivo montrent qu’utiliser des anticorps bloquant la VE-
cadhérine donne lieu à l’augmentation de la perméabilité vasculaire pulmonaire et cardiaque 
accompagnée d’une rétraction des CEs ainsi qu’un détachement partiel de la matrice sous-
endothéliale, une fine couche de la MEC 24. Des stimuli tels que des concentrations élevées 
d’histamine, de thrombine ou des facteurs de croissance peuvent augmenter la perméabilité 
cellulaire endothéliale par un effet sur la contractilité cellulaire induite par la phosphorylation 
de la chaîne légère de myosine et l’activation de la kinase p21 25. Cependant, une augmentation 
de la perméabilité in vitro et in vivo pourrait également être observée en présence de 
changements plus subtils dans l’organisation des JA. L’histamine, le facteur de nécrose tumorale 
(TNFs), les facteurs d’activation plaquettaire et le VEGF induisent la phosphorylation de résidus 
tyrosine de la VE-cadhérine, de b-caténine et de p120. Cette phosphorylation des protéines JA 
est parallèle aux augmentations de la perméabilité dans les systèmes de culture cellulaire 24. La 
kinase Src est probablement impliquée dans la phosphorylation des JA car elle est directement 
associée au complexe VE-cadhérine/caténine et l’inactivation du gène Src ou le traitement avec 
des inhibiteurs pharmacologiques bloquent la phosphorylation de la VE-cadhérine induite par 
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le VEGF 26. L’inhibition des phosphatases associées augmente les niveaux de phosphorylation 
de VE-cadhérine. La protéine-tyrosine phosphatase endothéliale vasculaire (VE-PTP) présente 
un intérêt particulier, car elle est spécifique à l’endothélium et s’associe à la VE-cadhérine. 
L’inactivation du gène VE-PTP conduit à un phénotype comparable à celui d’embryons ayant 
des niveaux de VE-cadhérine diminuées. Ceci suggère que les vaisseaux ne peuvent pas se 
former correctement si la VE-cadhérine est constamment phosphorylée 27. D’autres kinases que 
Src peuvent être associées au complexe VE-cadhérine/ caténine et moduler la perméabilité. Cela 
inclut Csk, qui se lie à la VE-cadhérine phosphorylée et inhibe Src 28. La perméabilité peut 
également être régulée par l’internalisation de VE-cadhérine. La VE-cadhérine peut aussi être 
internalisée de manière clathrine dépendante. La liaison de p120 à VE-cadhérine empêche cette 
internalisation, suggérant que p120 peut agir comme un signal de rétention de la membrane 
plasmique. Par conséquent, toute condition qui réduit l’affinité de VE-cadhérine pour p120, telle 
que la phosphorylation de tyrosine, peut augmenter son internalisation. Le VEGF perturbe la 
fonction de la barrière endothéliale en activant Src, qui à son tour phosphoryle Vav2, un facteur 
d’échange de guanine pour Rac. Rac activé favorise la phosphorylation d’un motif de VE-
cadhérine (Ser665) 29 via l’activation de « p21 activated kinase » (PAK). Ce processus induit le 
recrutement de la b-arrestine2 ce qui induit l’internalisation de la VE-cadhérine dépendante de 
la clathrine. Dans ce scénario, la phosphorylation de VE-cadhérine sur les résidus tyrosine serait 




1.2.1 L’angiogenèse physiologique 
L’angiogenèse est la formation de nouveaux capillaires à partir de vaisseaux pré-existants 30. Le 
système vasculaire est le premier système qui se développe chez l’embryon. Les premiers 
vaisseaux sont formés par la différentiation et le regroupement de cellules souches dérivées du 
mésoderme, les angioblastes.  De façon subséquente, le bourgeonnement des vaisseaux ainsi 
que leurs divisions en différentes branches contribuent à l’élargissement du plexus primitif et 
créent un réseau d’artères, de capillaires et de veines 31.  
L’hypoxie est l’un des principaux moteurs de l’angiogenèse. En effet, lorsque les CEs sont trop 
éloignées des vaisseaux et se trouvent en hypoxie, elles comment à sécréter des facteurs pro-
angiogéniques, qui déclenchent l’invasion et la protrusion de cellules pionnières (dites tip-cells). 
Les CEs sont pourvues de senseurs d’O2 et réagissent à l’hypoxie via des modifications 
importantes de leur profil transcriptionnel. L’angiogenèse inclut également la pénétration de 
vaisseaux dans des régions qui sont avasculaires et dépend des interactions entre les CEs, les 
péricytes, les cellules stromales mésenchymateuses ainsi que leurs associations avec la matrice 
extracellulaire (MEC) et la membrane basale vasculaire (MB). L’angiogenèse chez l’adulte est 
importante pour la régénération et la réparation des tissus, pour le maintien de l’homéostasie 
physiologique, pour l’inflammation, pour la croissance de l’endomètre lors du cycle menstruel 
et pour la régénération vasculaire suite à une ischémie 32. 
L’angiogenèse physiologique nécessite la coordination de plusieurs systèmes de signalisation 
afin que les CEs puissent se diviser et modifier le réseau vasculaire d’une manière contrôlée. 
Plusieurs étapes séquentielles sont nécessaires pour l’angiogenèse. Lorsqu’un vaisseau au repos 
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détecte des signaux angiogéniques tels que le VEGF, l’Ang-2 ou des chimiokines, les péricytes 
se détachent de la paroi vasculaire et se libèrent de la membrane basale par dégradation 
protéolytique, médiée par les métalloprotéinases matricielles (MPMs). Les CEs perdent leurs 
jonctions et le nouveau vaisseau se dilate. Le VEGF augmente la perméabilité de la couche de 
CEs, provoquant l’extravasation des protéines plasmatiques et l’établissement d’un échafaudage 
de la MEC provisoire. Les protéases libèrent les molécules angiogéniques qui étaient 
emmagasinées dans la MEC telles que le VEGF et les facteurs de croissance des fibroblastes 
(FGFs).  
Les CEs situées à l’extrémité des capillaires dirigent le bourgeonnement et allongent leurs 
filopodes vers la source du signal angiogénique. Ces cellules-pionnières, émettant des filopodes, 
sont suivies par des cellules adoptant un phénotype différent, des « stalk cells » (cellule 
organisée en tige), qui prolifèrent afin d’allonger le bourgeon 33 (Fig. 1.2). La spécification des 
cellules-pionnières migratrices et la prolifération des stalk-cells sont dynamiques et les CEs sont 
constamment en compétition pour la position de tête 34. Finalement, les cellules-pionnières se 
lient avec d’autres cellules-pionnières, de bourgeons avoisinants afin d’établir de nouveaux 
circuits de vaisseau sanguin. Le bourgeonnement continue jusqu’à ce que l’approvisionnement 
de nutriment et d’O2 répondent à la demande, que les facteurs proangiogéniques soient dissipés 
et que les CEs soient au repos. L’établissement d’une MEC, le recrutement de péricytes et 
l’apport d’un flux sanguin consolident le phénotype endothélial qui forme une monocouche 
serrée. 
Un facteur principal du bourgeonnement angiogénique est le VEGF. Il induit l’expression du 
Delta-like protein 4 precursor (DLL4) dans les cellules qui se lient aux récepteurs NOTCH 1, 
NOTCH 4 et aux CEs des tiges adjacentes. La signalisation de DDL4-NOTCH sert de 
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mécanisme afin de diminuer l’angiogenèse excessive et de favoriser le développement ordonné 
de nouveaux vaisseaux. Cette phase de résolution entraîne une diminution de prolifération des 
CEs, du recrutement des péricytes et des CMLV dans des nouveaux vaisseaux sanguins qui 
fournissent des signaux de stabilisation, de remodelage et de maturation.  
L’équilibre dynamique entre facteurs angiogéniques et angiostatiques permet le contrôle de 
l’état du réseau vasculaire, et la fluctuation de cet équilibre entraîne une induction de 
l’angiogenèse ou au contraire une stabilisation. Plusieurs facteurs de nature très variée 
interviennent à différents stages de l’angiogenèse : molécules signalisatrices, protéines de la 
MEC, ou protéases. Par exemple, le VEGF-A et l’Ang-1 sont parmi les inducteurs les plus 
importants de l’angiogenèse physiologique et pathologique. En effet, le VEGF-A augmente la 
perméabilité vasculaire et stimule la prolifération et la migration des cellules endothéliales via 
ses récepteurs VEGFR1 et VEGFR2. En outre, l’effet principal d’Ang-1 via son récepteur Tie-
2 est de consolider les vaisseaux en modifiant les jonctions entre les cellules endothéliales et de 







Figure 1.3 Les principales étapes cellulaires de l’angiogenèse 
Étapes consécutives du bourgeonnement angiogénique : l’initiation du bourgeonnement, 
l’élongation des bourgeons, l’anastomose des bourgeons, le remodelage des vaisseaux et le 
rétablissement de l’équilibre vasculaire. Modifié à partir de référence 35. 
 
1.2.2 L’angiogenèse pathologique 
De nombreuses pathologies dont l’inflammation, l’athérosclérose, divers types de 
vasculopathies ainsi que le cancer 36 impliquent un dérèglement de l’angiogenèse. 
L’angiogenèse pathologique est structurellement et fonctionnellement anormale. Les cellules 
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tumorales peuvent induire leurs propres approvisionnements en sang à partir d’un système 
vasculaire préexistant par un processus qui imite l’angiogenèse normale. Malgré que ces 
nouveaux vaisseaux permettent la livraison des métabolites, ils présentent des anormalités 
structurales. En effet, ils sont souvent dilatés, alambiqués et perméables, dû à la présence de 
fenestra et d’absence de membrane basale. D’autre part, les murs des vaisseaux tumoraux 
peuvent être composés à la fois de CEs et de cellules tumorales 37. Les CEs tumorales ont des 
traits spécifiques. Elles perdent leurs polarités et pénètrent souvent la lumière et les tissus, leurs 
permettant de se détacher et d’acquérir des propriétés invasives à l’inverse des CEs quiescentes 
qui sont plutôt adhérentes. Ces irrégularités structurelles dans les vaisseaux tumoraux reflètent 
la nature pathologique de leurs inductions, et leur capacité à soutenir la croissance cellulaire 
repose sur l’utilisation de mécanismes physiologiques d’angiogenèse.  
La néo-vascularisation tumorale est dépendante de son environnement. De fait, la principale 
différence entre l’angiogenèse physiologique et tumorale est que l’angiogenèse tumorale 
implique des processus inflammatoires. Des cellules tumorales de différents types, exprimant 
les récepteurs de VEGF, vont affecter l’angiogenèse tumorale. Ces cellules se déplacent vers le 
site de l’inflammation par le VEGF et produisent des facteurs pro-angiogéniques qui peuvent 
ensuite attirer les CEs, les CMLV et les fibroblastes. 
La plupart des tumeurs solides primaires passent par un état prolongé de croissance avasculaire 
et inactif dans lequel la taille maximale atteignable est d’environ 1-2 mm de diamètre. Jusqu’à 
cette taille, les cellules tumorales peuvent obtenir les apports d’O2 et de nutriments nécessaires 
à leur croissance par simple diffusion passive 38. Les signaux issus de la masse tumorale 
permettent d’attirer les macrophages associés à la tumeur. De plus, ces masses tumorales 
peuvent activer l’angiogenèse en recrutant des vaisseaux sanguins hôtes matures environnants 
 28 
pour commencer à bourgeonner de nouveaux capillaires de vaisseaux sanguins, lorsque les 
cellules tumorales deviennent hypoxiques, ce qui déstabilise l’équilibre entre les molécules 
proangiogéniques et antiangiogéniques. L’angiogenèse pathologique est un processus moins 
finement régulé que le processus physiologique. En effet, des molécules proangiogéniques 
favorisant la transduction de signaux oncogéniques sont alors produites en excès par des cellules 
cancéreuses et des cellules stromales mésenchymateuses en réponse au stress métabolique, au 
stress mécanique, aux mutations génétiques, à la réponse immunitaire et à la stimulation de 
facteurs de croissance 39.  
L’activité transcriptionnelle des facteurs inductibles hypoxiques (HIFs) qui sont capables de 
promouvoir l’expression de médiateur proangiogénique dont VEGF-A enclenche le processus 
angiogénique. Les HIFs, des facteurs de transcriptions hétérodimériques, sont composés de sous 
unités a et b. La sous-unité HIF1-a est régulée par la quantité d’O2 disponible et est maintenue 
à faible abondance en normoxie alors que lors de la promotion de l’angiogenèse, ces niveaux 
deviennent stables grâce à la suppression de la fonction du gène suppresseur de tumeur von 
Hippel-Lindau. De plus, l’activation d’oncogène mène à l’activation de facteurs de croissance, 
augmentant l’activité de l’HIF1-a ce qui permet aux tumeurs d’activer l’expression de VEGF-
A et d’adopter un phénotype pro-angiogénique 40. Des cellules souches embryonnaires ayant le 
gène HIF1-a inactivé furent injectées chez des souris, induisant une réduction des niveaux de 
HIF1-a. Ces souris avaient une revascularisation des tissus ischémiques perturbée 41. 
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1.3 Les récepteurs Tie et les angiopoïétines 
1.3.1 Les récepteurs Tie 
Au début des années 1990, la recherche de protéines tyrosine kinases exprimées par des CEs a 
permis d’identifier les récepteurs tyrosine kinase Tie-1 et Tie-2 42, 43, 44. L’acronyme « Tie » 
réfère au fait que ce récepteur est une tyrosine kinase avec des domaines d’homologie 
d’immunoglobuline (Ig) et des domaines d’homologie du facteur de croissance épidermique 
(EGF). Tie-1 et Tie-2 sont des molécules transmembranaires simples qui possèdent un domaine 
extracellulaire unique pour la liaison du ligand, un domaine transmembranaire à un seul passage, 
un domaine à activité tyrosine kinase cytoplasmique à deux parties, et une queue C-terminal. 
Les domaines extracellulaires sont constitués de séquences Ig, d’un facteur EGF et de trois 
domaines de fibronextine de type III 45 (Fig.1.3). Tie-1 et Tie-2 ont 76% d’homologie au niveau 
des séquences d’acides aminés dans les domaines intracellulaires, et 33% dans les domaines 
extracellulaires ayant ainsi une structure protéique globale similaire 46.  
Les récepteurs Tie ont été identifiés à l’origine comme des récepteurs orphelins, pour lesquels 
aucun ligand n’avait été identifié. Quelques années plus tard, l’Ang-1 a été isolée comme ligand 
pour Tie-2 47. Par la suite, le clonage par homologie d’ADN a identifié Ang-2 et les orthologues 
de souris et d’humains, Ang-3 et Ang-4 48, 49.Tie-1 est encore aujourd’hui un récepteur orphelin 
sans aucun ligand spécifique, mais il a été récemment démontré qu’il s’hétérodimérise avec Tie-
2 et régule son activité 50. 
Les récepteurs Tie-1 et Tie-2 sont essentiels à la maturation des vaisseaux sanguins. Chez des 
embryons de souris n’ayant plus de Tie-1, les étapes initiales de l’angiogenèse ne sont pas 
affectées, cependant lors de la maturation, les vaisseaux perdent leurs intégrités, ce qui cause 
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des oedèmes et des hémorragies répandus et mène à la mort entre E13.5 et la naissance 51. Tie-
1 n’est pas nécessaire pour la différenciation des angioblastes dans la croissance des vaisseaux 
prématurés 44. Tie-1 joue cependant un rôle important dans la prolifération des CEs à des stades 
ultérieurs dans le développement de l’angiogenèse 52.  
Chez des souris knock-out Tie-2, les embryons meurent entre E9.5 et E12.5 53, 54. Ces embryons 
réussissent à évoluer au cours des premiers stages du développement vasculaire, mais, la 
vascularisation ne se développe pas au-delà du plexus capillaire qui n’est pas organisé avec un 
nombre réduit de CEs, de branches vasculaires et avec un manque important de péricytes et de 
CMLV. L’hématopoïèse et le développement de l’endocarde cardiaque sont altérés chez les 
embryons déficients en Tie-2. Ainsi, il a été proposé que Tie-2 n’est pas nécessaire à la 
différentiation des CEs mais plutôt pour leur prolifération et leur maintien 53.  
Les embryons de souris dépourvus à la fois de Tie-1 et Tie-2, présentent un phénotype plus 
sévère par rapport aux embryons n’ayant uniquement que Tie-2 excipé 55. À E10.5, les deux 
récepteurs ne semblent pas être nécessaires pour l’assemblage initial du système vasculaire, sauf 
pour la présence cruciale de Tie-2 dans l’endocarde vasculaire. Les deux récepteurs sont 
cependant importants pour la formation de la microvascularisation au cours de l’organogenèse 




Figure 1.4 Structure moléculaire des récepteurs Tie et des ligands de l’angiopoïétine 
A) La région extracellulaire consiste en deux domaines analogues à l’immunoglobuline (Ig), 
trois domaines EGF, d’un autre domaine de type Ig et de trois domaines de fibronectine de type 
III. Les angiopoïétines se lient au second domaine de type Ig. Les angiopoïtéines sont composées 
d’un DSC qui permet aux homodimères de former des multimères. Le DCC est responsable de 
l’homo-oligomérisation du ligand. Enfin, la liaison des angiopoïtéines à Tie-2 est médiée par un 
domaine lié-fibrinogène. B) Les angiopoïétines lient le récepteur Tie-2 en tant que multimères. 
Le regroupement de molécules liant le récepteur cause le rapprochement des domaines kinases 





1.3.2 Les angiopoïétines 
Les angiopoïétines, les ligands du récepteur Tie-2, forment une famille de glycoprotéines 
sécrétées d’environ 70 kDa agissant principalement sur le système vasculaire pour contrôler le 
développement et la stabilité des vaisseaux sanguins 58. Les angiopoïétines se lient au second 
motif d’Ig de Tie-2 par lequel elles activent Tie-2 et indirectement Tie-1 dans les hétérodimères 
Tie-1/Tie-2 45, 59 (Fig 1.3).  
La structure des angiopoïétines est constituée d’un domaine de similitude au fibrinogène en C-
terminal qui est responsable de lier le récepteur, d’un domaine central « coiled-coil » (DCC) qui 
est responsable de l’homo-oligomérisation de ligand, et d’un domaine « super clustering » 
(DSC) en N-terminal qui regroupe les complexes homo-oligomères. Ang-1 et Ang-2 forment 
des dimères, des trimères et des tétramères 60, 61 et Ang-1 peut également s’assembler en 
multimère d’ordre supérieur via son domaine de domaine de superclustering DSC 60. Seules les 
formes tétramériques ou multimériques d’Ang-1 activent Tie-2, tandis que l’oligomère Ang-2 
est un agoniste faible dépendant du contexte de Tie-2 et peut même antagoniser l’activation de 
Tie-2 induit par Ang-1. Lors de la liaison à Ang-1, les molécules du récepteur Tie-2 se 
regroupent pour rapprocher leurs domaines kinases et permettre la phosphorylation en trans et 
l’initiation de la transduction du signal en aval.  
Les souris déficientes en Ang-1 meurent entre E11.5 et E12.5 avec des phénotypes comparables 
à ceux d’embryons déficients en Tie-2, c’est à dire avec des vaisseaux dilatés et une diminution 
de la complexité du réseau vasculaire 54. En outre, les cellules périvasculaires et la membrane 
basale sont à peine associées aux vaisseaux sanguins. Inversement l’expression transgénique 
d’Ang-1 dans la peau entraîne une augmentation du diamètre des vaisseaux, principalement dans 
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les capillaires. Ces vaisseaux contiennent un nombre accru de CEs et sont couverts de façon 
excessive par des péricytes 62. Ainsi, les Ang-1 est un agoniste unique non redondant de Tie-2 
requis pour la survie, la prolifération des CEs, et pour la maturation des vaisseaux. Les souris 
doubles-transgéniques exprimant Ang-1 et VEGF contrôlent l’angiogenèse à des niveaux 
distincts, VEGF induit le bourgeonnement et la croissance vasculaire tandis que Ang-1 induit le 
remodelage et la maturation des vaisseaux 62. De ce fait, l’expression combinée de VEGF avec 
l’Ang-1 induit la formation de vaisseaux hautement différenciés, couverts de péricytes 62.  
Les souris déficientes en Ang-2 sont viables, mais développent de l’ascite chyleuse, la présence 
de liquide dans la cavité péritonéale due à une fuite lymphatique, quelques jours après la 
naissance. En fonction des lignées de souris, les souris déficientes en Ang-2 meurent dans les 
quatorze premiers jours après leur naissance ou se développent normalement jusqu’à l’âge 
adulte avec peu de létalité postnatale 63, 64. Elles ont cependant des défauts vasculaires persistants 
à l’âge adulte. Il a été montré que les niveaux d’Ang-2 sont élevés dans un certain nombre de 
maladies associées à un dysfonctionnement vasculaire dont les troubles inflammatoires telle que 
la septicémie 65. Les souris déficientes en Ang-2 montrent en effet, une réponse diminuée aux 
insultes inflammatoires 63. De plus, l’expression d’Ang-2 dans l’endothélium favorise la 
mobilisation des cellules myéloïdes dans la moelle osseuse et leur adhésion par la signalisation 
de l’intégrine b2 66. Plusieurs études ont révélé que l’expression systémique et spécifique d’Ang-
2 dans des tissus du derme entraîne une létalité embryonnaire à E9.5-10.5 67, 68. 
Les angiopoïétines les moins bien étudiés de la famille sont Ang-3 et Ang-4. Ils ont différentes 
distributions tissulaires : Ang-3 est exprimé dans plusieurs tissus de souris tandis que Ang-4 est 
spécifiquement présent dans les poumons chez l’Homme. Ang-4 phosphoryle Tie-2, alors que 
Ang-3 ne phosphoryle pas Tie-2 et inhibe la phosphorylation induite par Ang-1 de Tie-2 dans 
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les CEs humaines 48. Des études ultérieures ont démontré que Ang-3 et Ang-4 sont des agonistes 
de la signalisation des récepteurs Tie-2, Ang-3 étant un ligand spécifique chez la souris pour les 
récepteurs Tie-2 69. Conformément à cette notion, Ang-3 et Ang-4  sont tous les deux capables 
d’induire l’angiogenèse in vivo 69.  
 
1.4 Fonctions biologiques de l’axe Ang-1/Tie-2 
1.4.1 Rôle de Tie2 et Ang-1 dans la régulation des interactions CE-CE 
Ang-1 induit la survie des CEs, inhibe la perméabilité vasculaire et réduit l’inflammation 
vasculaire. Afin de promouvoir la survie des CEs, Ang-1 active la phosphatidylinositol 3-kinase 
(PI3K) et induit ensuite la phosphorylation d’Akt qui joue un rôle essentiel dans la survie 
cellulaire 70, 71. Les activités proapoptotiques des substrats Akt sont inhibées par la 
phosphorylation par Akt, ce qui entraîne la survie cellulaire 72. Ang-1 réduit la perméabilité 
vasculaire en renforçant l’adhésion interendothéliale régulée par PECAM-1 et VE-cadhérine 73. 
Le monoxyde d’azote (NO) est un vasodilatateur contribuant à l’induction des propriétés 
proangiogéniques du VEGF. Le NO est libéré par les CEs après une activation de l’oxyde 
nitrique synthétase endothéliale (eNOS), une isoforme spécifique aux CEs de l’enzyme 
productrice de NO. Nous avons montré que Ang-1 diminue la perméabilité vasculaire induite 
par le VEGF. En effet, nous avons observé que l’Ang-1 interfère avec la libération de NO-
stimulée par VEGFR-2 et que cet effet est induit par Tie-2 74. Ceci suggère que le blocage de la 
production de NO par Ang-1 cause l’inhibition de la perméabilité endothéliale. Nos résultats 
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montrent que l’Ang-1 induit l’augmentation, via la kinase PKC, de la phosphorylation de Thr496 
dans la eNOS, ce qui inhibe son activité.  
Ang-1 protège également les CEs de l’inflammation induite par le VEGF en inhibant 
l’expression de ICAM-1 et VCAM-1 sur les CEs, contrôlant la migration des cellules 
inflammatoires 75. De nombreuses études indiquent que l’adhérence cellule-cellule endothéliale 
et la signalisation Ang-1-Tie-2 régulent de manière coopérative la survie des CEs et l’intégrité 
vasculaire pour maintenir le système vasculaire établi. Ang-1 est produit à partir de cellules 
murales qui supportent les CEs. Ainsi, l’adhérence intercellulaire et l’adhérence des CEs-
murales sont importantes pour le maintien de l’intégrité vasculaire. En revanche, il est à noter 
que l’Ang-2 produit dans les CEs et stockés dans les corps Weibel-Palade est libéré pour induire 
une inflammation, entraînant une déstabilisation de l’adhésion des CEs 76. L’Ang-1 fournit un 
signal basal pour promouvoir et maintenir la quiescence et l’intégrité de l’endothélium tandis 
que l’Ang-2 supprime ces effets. 
 
1.4.2 Rôle de Tie2 et Ang-1 dans la régulation des interactions CE-matrice 
extracellulaire (MEC) 
Les CEs des embryons déficients en Ang-1 sont arrondies et faiblement associées à la matrice 
sous-jacente, ce qui suggère que l’Ang-1 régule les interactions  entre les CEs et la MEC 54, 77. 
Dans des cellules confluentes, Tie-2 est recruté au niveau des frontières intercellulaires, alors 
qu’il est plutôt localisé aux sites de contacts cellule-MEC en l’absence de contacts cellule-
cellule. Au niveau des contacts cellule-cellule, des ponts Ang-1 oligomérisés Tie-2 dans des 
cellules adjacentes entraînent la formation d’une association trans Tie-2 homophile. En 
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revanche, en l’absence d’adhérences cellule-cellule, Tie-2 est ancré à l’interface cellule-MEC 
via la liaison Ang-1 à l’MEC 78.  
Akt est préférentiellement activé par Ang-1 en présence de contacts cellule-cellule. L’activité 
de la eNOS est induite par Ang-1 qui est un substrat d’Akt. En revanche ERK1/2 est activé en 
l’absence de contacts cellule-cellule 79. Dans la cellule dépourvue d’adhérences cellule-cellule, 
Ang-1 induit la formation de complexes focaux dépendants de l’intégrine, conduisant à 
l’activation de la kinase d’adhésion focale (FAK). FAK est impliqué dans l’activation d’ERK1/2 
par l’intermédiaire des intégrines. Les complexes trans-Tie-2 qui se trouvent aux contacts 
cellule-cellule induisent une activation préférentielle des voies Akt tandis que Tie-2 ancré à 
l’MEC la voie ERK1/2. 
Chez des embryons n’ayant pas d’Ang-1, leurs MBs ne sont pas complètement formées 77. In 
vitro, l’Ang-1 stimule l’expression du collagène de IV qui est un constituant majeur des MBs. 
Cette stimulation se fait principalement via le signal Ang-1/Tie-2 qui potentialise le signal Notch 
basal contrôlant l’équilibre vasculaire en régulant à la hausse Dll4 par activation de la b-caténine 
induit par Akt 80. Un manque en Ang-1 engendre une fibrose tissulaire excessive dans les 
pathologies chez la souris adulte, suggérant que Ang-1 limite la fibrose périvasculaire, en 
neutralisant la signalisation de TGFb 77. 
Tie-2 est connu pour interagir avec la VE-PTP, qui joue un rôle important dans le maintien de 
la stabilité vasculaire 81. Le VE-PTP s’associe également à la VE-cadhérine par la tyrosine, 
limitant ainsi la perméabilité vasculaire 82. Le VE-PTP co-localise avec Tie-2 aux contacts 
cellule-cellule, mais non aux contacts cellule-MEC 59. En outre, il a été suggéré que Tie-2 et 
VE-PTP réduisent de manière coopérative la monocouche de CEs 59. Ainsi, le complexe trans-
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Tie-2 peut former un groupe avec VE-PTP aux contacts cellule-cellule, maintenant de cette 
manière l’équilibre vasculaire (Fig 1.5).  
 
Figure 1.5 Modèle pour la signalisation Tie-2/Ang-1 dans un endothélium au repos 
Ang-1 stabilise le système vasculaire en supprimant les réponses des CEs pendant le stress 
vasculaire 77. Les complexes Ang-1/Tie-2 s’assemblent en trans aux jonctions CE-CE, 
favorisant l’adhésion CE-CE et la survie des CEs via l’activation d’Akt79, 83. La VE-PTP fait 
partie du complexe Ang-1-Tie-2 qui améliore la fonction de la barrière CE avec VE-cadhérine 
83, 84. Modifié à partir de référence 85. 
 
1.4.3 Migration cellulaire 
1.4.3.1 Ang-1 et la migration des CE 
Ang-1 stimule la migration des CE 86, 87, 88 et cela nécessite Tie-2 comme le montrent les 
expériences faites sur des souris déficientes en Tie-2 89. Les voies de signalisation par lesquelles 
Ang-1 stimule la migration endothéliale impliquent à la fois PI3K et la protéine adaptatrice Dok-
R. Après l’activation de Tie-2, Dok-R est recruté sur le récepteur et devient phosphorylé en 
créant des sites d’interaction pour la kinase activatrice Nck et Pak1 90. Le recrutement de Dok-
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R sur Tie-2 activé est essentiel pour la migration 90. Cette liaison à Tie-2 nécessite à la fois des 
domaines de liaison phosphotyrosine (DPT domain) et des domaines homologue de la 
pleckstrine (PH domain) de l’adaptateur, le DPT interagissant avec Y1108 phosphorylée sur Tie-
2 et le domaine DP étant impliqué dans la localisation de la membrane PI3K-dépendante 89. La 
protéine adaptatrice ShcA est également recrutée par Tie-2 après une stimulation d’Ang-1 et 
semble jouer un rôle dans la migration et l’organisation 91. L’augmentation de la motilité 
endothéliale en réponse à Ang-1 implique également les GTPase RhoA et Rac1 comme indiqué 
par leur activation en réponse à l’Ang-1 ainsi que la capacité des formes dominantes négatives 
des GTPases à supprimer la capacité des CEs à se déplacer, lors d’une stimulation par Ang-1 88, 
92. 
Notre laboratoire a élucidé un des mécanismes favorisant la migration collective et 
directionnelle. L’Ang-1 induit la formation d’un complexe formé de protéine kinase C atypique 
(PKCz) et b-caténine aux JA ainsi qu’au front de migration des CEs. Ce complexe rassemble 
les protéines Par3, Par6 et des protéines de JA au front de migration ce qui induit la migration 
cellulaire dirigée et active localement Rac1 en réponse à l’Ang-1. En effet, la VE-cadhérine 
permet de maintenir via ses attachements intercellulaires, une migration collective. Cela suggère 
que la VE-cadhérine peut agir en tant qu’échafaud au front de migration pour le complexe de 
polarité et que les protéines de polarité et de JA agissent de façon coopérative lors de la 
migration collective. Nos résultats ont montré que lors de la migration collective, Ang-1 active 
Rac1 qui est un effecteur de PKCz.  D’autres GTPases que Rho seraient cependant activées lors 
de migration unicellulaire après une stimulation par Ang-1 93.  
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1.4.3.2 Migration collective 
Le développement d’organismes multicellulaires implique des mouvements morphogénétiques, 
dans lesquels de grands groupes de cellules migrent de manière coordonnée pour contribuer à 
la formation des tissus et des organes 94, 95. La migration collective se produit également chez 
l’adulte pendant la cicatrisation, le renouvellement tissulaire, l’angiogenèse et a été impliquée 
dans la propagation de la tumeur 96. Lors de la migration collective, plusieurs cellules migrent 
dans la même direction à une vitesse similaire. De plus, ces cellules coordonnent leur réponse à 
l’environnement, assurant que les cellules qui seraient autrement immobiles ou qui migreraient 
dans une direction différente suivent le mouvement global. Ainsi, la principale caractéristique 
d’un groupe de cellules migrant collectivement est qu’il migre plus efficacement que si les 
cellules étaient isolées. Bien que les cellules individuelles aient une vitesse instantanée plus 
élevée, elles subissent une migration moins persistante, changent rapidement et fréquemment 
de direction. Un tel comportement collectif implique une diaphonie physique ou chimique entre 
des cellules migrantes individuelles.  
In vivo, la migration collective est fréquemment favorisée par des facteurs solubles tels que les 
chimiokines ou les facteurs de croissance. Par exemple, la migration collective des CEs est 
essentiellement induite par VEGF, mais peut également être soutenue par Ang-1 et d’autres 
cytokines, ainsi que par le NO qui initie la migration directionnelle des cellules-pionnières et la 
formation des vaisseaux sanguins. Les cellules dirigeantes sont essentielles dans la détection 
des facteurs solubles environnementaux pour favoriser la chimiotaxie de l’ensemble du groupe 
de cellules migrantes.  
Les facteurs solubles favorisent le comportement collectif des cellules de deux manières 
différentes. Premièrement, la signalisation à travers des récepteurs de facteurs de croissance ou 
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des chimiokines comme la signalisation par des intégrines, induit une polarisation et des 
protrusions cellulaires. La signalisation par des facteurs de croissance ou des récepteurs de 
chimiokines se produit fréquemment par le recrutement polarisé et l’action d’une boucle de 
rétroaction positive PI3K et Rac conduisant à des réarrangements d’actine et à une protrusion 
membranaire. De plus, certaine intégrine s’associent aux récepteurs de la tyrosine kinase ou aux 
récepteurs couplés aux protéines G pour activer les voies de signalisation nécessaires à 
l’invasion tumorale 97. Le VEGF affecte la signalisation de l’intégrine en régulant l’expression 
de l’intégrine ou la phosphorylation de FAK 98, 99. Cette interaction entre l’intégrine et les 
récepteurs chimiotactiques est mise en évidence par le fait que la chimiotaxie collective 
nécessite une adhérence des cellules à la MEC. Deuxièmement, les facteurs chimiotactiques 
induisent une signalisation intracellulaire qui contrôle en fin de compte l’expression des gènes 
et définit les caractéristiques des cellules au front. La cellule la plus sensible à ces facteurs de 
croissance devient le leader de son groupe. 
1.4.3.3 Rôle et dynamique des jonctions adhérentes dans la migration collective 
Lorsque des cellules migrent, celles au front sont reliées entre elles par des structures adhésives, 
y compris des JA, pour former une ligne de front. Les cadhérines sont les principales 
composantes transmembranaires des JA. Elles interagissent avec les réseaux d’actine et de 
microtubules et les contrôlent via des caténines telles que p120, a-et b-caténine. En raison de 
leur association étroite avec le cytosquelette d’actine, les JA sont essentielles au maintien de 
l’intégrité du groupe cellulaire migrant.  
Des JA induites par les cadhérines sont requises pour la chimiotaxie cellulaire, suggérant 
qu’aucune cellule individuelle, même une cellule-pionnière, ne peut interpréter le gradient 
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chimiotactique sans interagir avec ses voisines. Plusieurs études ont montré une relation 
antagoniste entre les jonctions composées de cadhérines et l’adhérence des CEs à la MEC via 
les intégrines 100, 101. Des contacts induits par des cadhérines sont nécessaires pour la polarisation 
des cellules et pour le mouvement dirigé. En fait, la distribution anisotrope des JA est suffisante 
pour favoriser la polarisation cellulaire 101. En l’absence de JA, les intégrines interagissent de 
manière constitutive avec la MEC le long de la périphérie cellulaire 102. Lors des 
bourgeonnements vasculaires, seules une ou deux cellules de tête dirigent le mouvement, et 
leurs contacts cellule-cellule sont pour la plupart situés à l’arrière. Ces contacts limités 
contribuent à la polarisation cellulaire en limitant la formation de protrusion et en favorisant la 
contractilité cellulaire à l’arrière de la cellule par l’intermédiaire de l’inhibition de la locomotion 
par contact. 
Le maintien et le contrôle dynamique des contacts cellule-cellule sont cruciaux pour éviter des 
changements trop fréquents de direction et pour préserver la cohésion des leaders migrants. Les 
JA subissent un flux rétrograde continu dirigé par l’actomyosine le long des côtés latéraux des 
cellules migrantes adjacentes dans les essais de cicatrisation des plaies 103. La cadhérine est 
principalement intériorisée à l’arrière de la cellule puis recyclé au front de migration où elle 
s’accumule avant d’être incorporé dans la formation des JA lors des contacts latéraux cellule-
cellule 103. Cette dynamique rend les contacts intercellulaires très malléables, tout en maintenant 
la résistance mécanique des jonctions d’ancrage entre les cellules adjacentes pendant la 
migration. Les JA situés entre les leaders sont connectés à des câbles d’actine épais et affichent 
une morphologie étirée, indiquant que les forces importantes sont exercées entre les cellules 
adjacentes 103. Le complexe de cadhérine qui est étroitement associé au cytosquelette par 
l’intermédiaire d’adaptateurs de caténine, peut synchroniser la dynamique du flux d’actine 
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rétrograde dans les cellules au front migratoire. L’interaction induite par la JA entre les câbles 
d’actine contractile des cellules adjacentes peut également participer à la formation d’un câble 
actomyosine reliant latéralement toutes les cellules de la plaie. 	
1.5 Les GTPases  
1.5.1 Régulation du « switch » GDP/GTP 
L’histoire des petites GTPases (guanosine triphosphatases) a commencé il y a plus de trois 
décennies avec la découverte de l’oncogène Ras qui fut suivi d’une vague de découvertes de 
protéines apparentées formant la superfamille des petites GTPases 104, 105. Les petites GTPases 
sont maintenant des régulateurs établis d’un nombre important de fonctions qui sont au cœur de 
la dynamique du cytoplasme cellulaire. La superfamille de Ras est composée de cinq sous-
familles groupées selon leurs structures, séquences et fonctions : Ras, Rho, Ran, Rab et Arf. Les 
GTPases de la famille de Ras sont des protéines G qui ont un poids moléculaire entre 20 et 25 
kDA. Chaque sous-famille s’associe à des familles de GEFs et des GAPs et pour certains d’entre 
eux, des GDI, chacun avec des domaines d’échange de nucléotides spécifiques aux sous-
familles. Elles alternent entre des formes liées à la guanosine triphosphate (GTP), une coenzyme 
de transfert de groupements phosphate, et à la guanosine diphosphate (GDP), le produit de la 
déphosphorylation de la GTP qui diffèrent par la morphologie de leurs domaines de liaison au 
GTP « switch »1 et « switch » 2 106 (Fig. 1.6). La forme liée au GDP est généralement considérée 
comme inactive, tandis que la forme liée au GTP active des voies de signalisation en aval en se 
liant aux effecteurs. Puisque le GDP est généralement lié de façon étroite, et que le GTP est 
hydrolysé très lentement, les petites GTPases nécessitent l’aide des facteurs d’échange de 
nucléotides guanyliques (GEF) qui facilitent la dissociation du GDP et la liaison du GTP ainsi 
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que des protéines activant les GTPases (GAP) qui stimulent l’hydrolyse du GTP 107. Pour 
certaines petites GTPases portant un groupe farnésyle ou géranylgéranyle dans leur extrémité 
C-terminale, l’alternance GDP/GTP se combine avec l’alternance de localisation 
cytosol/membrane, qui est induit par les inhibiteurs de dissociation de la guanine (GDI) formant 
des complexes solubles avec de petites GTPases en protégeant leur lipide.  
 
 
Figure 1.6 Le switch GDP/GTP de base. La régulation du switch GDP/GTP par GEFs, 
GAPs et les GDIs 
Toutes les petites GTPases sont activées par un échange GEDP/GTP stimulé par des GEF et 
inactivé par une hydrolyse de GTP stimulée par des GAP. Plusieurs familles de GTPases 
combinent également leur switch GDP/GTP avec une alternance cytosol/membrane régulée par 
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des GDI. Chaque petite sous-famille de la GTPases est régulée par des sous-familles GEF et 
GAP spécifiques. Modifié à partir de référence 108. 
 
Toutes les petites GTPases sont constituées d’un domaine conservé composé de six feuillets b 
entourés de cinq hélices a. Ce domaine est composé du site de liaison du nucléotide guanine 
constituée de motifs conservés qui reconnaissent la base guanine, le phosphate, l’ion de 
magnésium ainsi que des motifs qui détectent la nature du nucléotide lié et qui sont impliqués 
dans l’hydrolyse du GTP (switch 1 et 2) 106. Les contributions de « switch » 1 et « switch » 2 à 
la liaison nucléotidique varient parmi les petites GTPases. Chez les GTPases Ras, Rab et Rho, 
le « switch » 1 interagit avec la base guanine ou avec le sucre du GDP et GTP, tandis que chez 
les protéines Ran, Arf, il est éloigné du GDP et subit un grand changement conformationnel 
pour lier GTP. Pour toutes les GTPases activées, « switch » 1 apporte une thréonine invariante 
qui lie Mg2+ et le phosphate du GTP. Les petites GTPases régulent une grande variété de 
processus dans la cellule, y compris la croissance, la différenciation cellulaire, le mouvement 
cellulaire et le transport des vésicules lipidiques.  
 
1.5.2 Les GTPases Rho 
Les GTPases Rho (22 membres retrouvés chez les mammifères) signalent au cytosquelette et au 
transport vésiculaire, notamment en régulant la dynamique de l’actine. Les membres les mieux 
étudiés de la famille Rho GTPases sont RhoA, Rac1 et Cdc42. Ils contribuent à de nombreux 
aspects du comportement cellulaire, tels que la migration cellulaire, la division cellulaire et la 
contraction 109. Ces petites GTPases sont donc importantes dans divers processus biologiques 
tels que la croissance axonale, l’infiltration leucocytaire dans les tissues et l’angiogenèse 110. 
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Par exemple, la régulation de l’intégrité de la barrière endothéliale est perturbée dans de 
nombreuses pathologies vasculaires et implique non seulement RhoA mais aussi Rac1 et Cdc42 
111, 112.  
Les GEFs et les GAPs agissant sur les membres de la famille Rho sont plus nombreux que leurs 
cibles. Les protéines de la famille Dbl sont la principale classe reconnue de GEF pour la famille 
Rho. L’appartenance à la famille Dbl de RhoGEF dépend uniquement de la possession d’un 
segment de 300 acides aminés contenant un domaine PH 113. Alors que les domaines PH existent 
dans une multitude de protéines de signalisation, le domaine DH est unique à ces RhoGEF, et 
constitue donc la partie catalytique primaire d’une protéine Dbl en soutenant l’activité 
d’échange nucléotidique dans un substrat Rho GTPases in vitro et in vivo 114 Les GTPases Rho 
sont régulées à la baisse par les GAP possédant un domaine catalytique RhoGAP unique 115. Un 
lipide farnésyle ou un lipide géranylgéranyle à l’extrémité C-terminale des Rho GTPases 
déterminent leurs localisations dans la cellule. Ce sont les inhibiteurs de dissociation GDP Rho 
(RhoGDI; 3 membres chez les mammifères) qui agissent comme régulateurs positifs de la 
régulation des activités de Rho en contrôlant l’ajout de lipides géranylgéranyls qui restreint 
spatialement Rho dans la cellule 116. 
 
1.5.3 La petite GTPase RhoA 
À la fin des années 1990, des données ont montré que la petite GTPases RhoA, joue un rôle 
essentiel dans de nombreuses pathologies vasculaires, notamment l’hypertension, les 
vasospasmes et dans les fuites vasculaires 117. RhoA est connue pour contrôler de nombreux 
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processus cellulaires incluant la dynamique du cytosquelette et les microtubules, la régulation 
de l’expression des gènes ainsi que la progression du cycle cellulaire.  
L’activation de RhoA contribue notamment à augmenter la perméabilité de la barrière 
endothéliale 111. En effet, RhoA provoque l’apparition de fibres de stress et augmente la 
contractilité menant à une perméabilité vasculaire plus élevée en réponse à une variété de stimuli 
extracellulaires incluant la thrombine et l’histamine. Des expériences indiquent que l’inhibition 
de la Rho kinase réduit la perméabilité de base des veinules-capillaires in vivo ainsi que dans 
différentes CEs in vitro 118, 119. Rho A active la sérine/thréonine kinase ROCK, qui phosphoryle 
la sous-unité MYTP1 de la phosphatase de la chaîne légère de la myosine trimère (CLM), 
inhibant ainsi son activité enzymatique 120, 121. Une phosphorylation de CLM subséquente 
conduit à l’augmentation de la contractilité de l’actomyosine. Curieusement, l’activation de 
RhoA par l’Ang-1 entraine la stabilisation des jonctions cellule-cellule et inhibe la perméabilité 
par le VEGF et cette réponse est dépendante de la formine mDia1, une effectrice de Rho, mais 
non de ROCK 29. Ceci suggère que l’effet de RhoA sur les jonctions dépend de l’activation de 
ROCK, favorisant la contractilité de l’actomyosine ou de mDia1, qui stimule la polymérisation 
de l’actine 122. 
L’augmentation de la perméabilité reflète souvent la perte de protéines des JS ce qui stimule la 
signalisation RhoA/ROCK. Par exemple, ROCK favorise la phosphorylation de claudine-5 et 
occludine 123. Le TNFa augmente la perméabilité en induisant une diminution de la claudine-5 
aux jonctions via ROCK1 et ROCK2 124. Le lipopolysaccharide (LPS), une endotoxine qui cause 
l’inflammation, induit une perte de protéines des JS et une augmentation de la perméabilité 
endothéliale via l’activation de RhoA par p115RhoGEF 125. Dans le complexe des JS, ZO-1 est 
lié à la cinguline, une protéine qui joue le rôle d’adaptateur entre ZO-1 et le cytosquelette 
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d’actine. La cinguline favorise la stabilisation de la barrière endothéliale in vitro et in vivo en 
partie en interagissant avec RhoA GEF-H1. C’est donc le site d’activation de RhoA ou des cibles 
qu’elle stimule, qui déterminera si la jonction est en rupture ou stabilisée.  
 
1.5.4 La petite GTPase Rac1 
L’activité de Rac1, en tant que modulateur du cytosquelette, est critique pour un certain nombre 
d’activités cellulaires normales, notamment la phagocytose, la migration cellulaire 
mésenchymateuse, l’adhésion et la différenciation de plusieurs types de cellules 126. Rac1 joue 
également un rôle majeur dans le contrôle d’autres voies de signalisation impliquées dans la 
croissance cellulaire et la régulation du cycle cellulaire 127, la formation de l’adhésion cellule-
cellule 128 et le processus d’inhibition de contact 129. Ces activités induites par Rac1 sont 
centrales dans les processus telles que l’angiogenèse et la métastase.  
Rac1 active principalement les kinases telles que Pak1, Pak2, Pak3. Les Paks kinases 
sérine/thréonine qui phosphorylent et activent les kinases LIM liant l’actine qui à leur tour 
phosphorylent et inactivent la cofiline. La cofiline lie les filaments d’actine, inversant le 
processus de polymérisation provoqué par l’activité Arp2/3 convertissant les filaments de F-
actine en monomères de G-actine. En inactivant la cofiline, ces voies permettent la croissance 
des filaments d’actine 130. Rac1 provoque également, avec la protéine adaptatrice Nck, la 
dissociation de Wave1, ce qui favorise la polymérisation de l’actine et favorise la stabilisation 
des jonctions intercellulaires.  
Rac1 régule une panoplie de fonctions cellulaires impliquées dans la morphogenèse. Une 
diminution à la fois de Cdc42 et de Rac1 rend les CEs incapables de former des vaisseaux 
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sanguins et bloquent l’invasion des CEs dans la matrice de collagène 79.  La migration 
mésenchymateuse induite par Rac1 est importante dans les étapes initiales de la néoangiogenèse 
et la séparation de la nouvelle vascularisation dans les vaisseaux sanguins. Des souris ayant des 
niveaux de Rac1 plus faible dans l’endothélium présentent une hémorragie et un œdème dû au 
fait que l’absence de Rac1 dans les CEs altère la transition entre les CEs sanguines et les CEs 
lymphatiques 131. Rac1 joue également un rôle important dans la coordination de la formation 
initiale des adhérences cellule-cellule 132, qui ont une fonction importante dans l’assemblage des 
CEs dans la structure des vaisseaux et la maturation du nouveau système vasculaire. Une micro-
injection de plasmides contenant des constructions Rac dominantes négatives dans les CEs 
vasculaires humaines les rend incapable de subir des changements morphologiques qui 
entraînent la formation capillaires 133. 
 
1.5.5 La petite GTPase Cdc42 
La protéine Cell division cycle 42 (Cdc42) a émergé comme un régulateur crucial de la 
formation des vaisseaux sanguins et de la tubulogenèse 134, 135. Des études montraient déjà il y 
a dix ans que Cdc42 était essentiel pour la formation de l’endothélium vasculaire in vitro 134 et 
in vivo 136. De nombreuses fonctions ont depuis été attribuées à Cdc42, telles que la régulation 
de l’exocytose et l’excrétion de VEGFR2 induit par Adam17 137. Au cours du développement 
tissulaire des mammifères, Cdc42 est omniprésent au niveau transcriptionnel et est nécessaire 
au développement de nombreux tissus, y compris le système vasculaire embryonnaire 138. 
La protéine Cdc42 est particulièrement importante pour le contrôle du cytosquelette. En effet, 
de nombreuses études ultérieures faites sur des levures ont souligné le mécanisme par lequel 
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Cdc42 contrôle la contractilité du cytosquelette et de l’actomyosine. De plus, l’inhibition de 
Cdc42 dans les cellules souches embryonnaires, aboutit à une actine filamenteuse désorganisée 
et à une incapacité à polymériser l’actine induite par PIP2 139. Une diminution de Cdc42 aurait 
donc des répercussions sur de nombreux processus physiologiques, car l’actine est essentielle 
pour l’adhésion cellulaire, la migration et la formation de filopodes et le trafic endocytaire 140, 
141. Cdc42 régule également une multitude de protéines connues pour contrôler l’actine y 
compris Pak2, Pak4, Par6, MLCK, MRCK, N-Wasp, IRSp53 et la cofiline 142, 143.  
De plus, Cdc42 influence l’adhésion cellulaire. Les jonctions cellulaires, à la fois cellule-cellule 
et MEC, sont ancrées au cytosquelette et sont affaiblies en l’absence de Cdc42 144. La perte de 
Cdc42 dans les cellules souches hématopoïétiques adultes entraîne des anomalies au niveau du 
cytosquelette et de l’adhérence cellulaire 140. La Cdc42 peut également contrôler les jonctions 
intercellulaires, régulant la perméabilité des vaisseaux 145. Une étude a montré que l’activation 
de Cdc42 pourrait restaurer la fonction de la barrière des vaisseaux sanguins en rétablissant les 
JA après la rupture de celle-ci par la thrombine 146. 
 
1.6 La petite GTPase Rap1 
1.6.1 Découverte de Rap1 
Ras-related protein 1 (Rap1), une protéine G monomérique impliquée dans un large éventail de 
voies de signalisation, a été découverte par Noda et al. 147 en 1989 lors de la recherche de 
protéines capables de supprimer l’effet oncogénique de K-Ras. Lors de leurs recherches, les 
chercheurs ont transfecté des cellules NIH 3T3 avec une banque d’ADNc développée à partir 
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de fibroblastes humains. Normalement les fibroblastes NIH 3T3 portant le virus du sarcome 
murin Kirsten qui contient le gène v-Ki-Ras, se transforment en cellules malignes. Cependant, 
les chercheurs ont trouvé qu’un petit nombre de colonies étaient devenues résistantes aux 
capacités de transformation de la protéine v-Ki-Ras après une transfection avec l’ADNc. Ils ont 
d’abord déterminé que ces lignées cellulaires avaient en abondance une protéine de type p21-
Ras. Plus tard, cette protéine a été caractérisée comme étant Kirsten-ras-revertant-1 (Krev-1) et 
comme étant très similaires à d’autres protéines Ras 148.  Depuis lors, de nombreux groupes ont 
rapporté que la protéine Rap1 pouvait supprimer les actions de Ras en capturant sa protéine 
effectrice, Raf et en formant un complexe inactif 149. Simultanément, le groupe de Pizen et al. 
150, 151 a trouvé deux nouvelles protéines dans leur recherche d’homologues à Ras. Ces protéines 
ont été caractérisées comme Rap1 et Rap2. Plus tard, la protéine caractérisée comme Krev-1 a 
été déterminée comme étant la même protéine que Rap1. Rap1 a été retrouvé dans l’appareil 
Golgi 152, dans les vésicules de lysosome 153, dans des structures péri-nucléaires 154, dans le 
noyau 155, à la membrane plasmique 156 et aux jonctions cellule-cellule endothéliales 157 et 
épithéliales 158.  
L’activation de Rap1 se produit en réponse à la stimulation de plusieurs récepteurs 
membranaires tels que les récepteurs couplés à la protéine G, les récepteurs de tyrosine, les 
récepteurs de cytokines et les molécules d’adhésion cellulaire. La stimulation de ces récepteurs 
entraîne l’activation de Rap1 par l’intermédiaire de seconds messagers tels que l’AMP cyclique 
(AMPc), le Ca2+et le diacylglycocérol (DAG). 
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1.6.2 Rap1a et Rap1b 
La famille de Rap1 est composée de deux isoformess : Rap1a et Rap1b. Elles partagent 95%  de 
séquences homologues, mais sont codées par deux gènes distincts 150 (Fig 1.7). La principale 
différence réside dans leurs C-terminal. Des études in vivo chez des souris ayant des niveaux de 
Rap1 diminués spécifiques aux CEs ont montré que les deux isoformes Rap1 sont impliquées 
dans la formation de nouvelles jonctions. Lorsqu’une des deux isoformes est manquante chez 
des souris modifiées génétiquement, cette formation est retardée dans les CEs en raison de la 
liaison VE-cadhérine diminuée ce qui résulte en une perméabilité vasculaire accrue et en une 
augmentation des dommages aux organes 159. Cependant, après la formation de la barrière 
endothéliale seulement Rap1a est requise pour le maintien de l’intégrité vasculaire normale 160. 
 
Figure 1.7 Comparaison des acides aminées entre Rap1a et Rap1b, 
Rap1a et Rap1b ne diffèrent que par 9 résidus d’acides aminés. La figure ci-dessus montre un 
alignement de la séquence protéique de Rap1a et Rap1b humains; les acides aminés qui sont 





1.6.3  Le rôle de Rap1 dans les cellules endothéliales 
 
1.6.4 La structure protéique de Rap1 
La protéine Rap1 se compose de plusieurs domaines distincts. Ces domaines sont impliqués 
dans la liaison du nucléotide guanine, l’hydrolyse du GTP, la liaison des GAPs, des GEFs, des 
protéines effectrices et de la localisation de Rap1. Les principaux domaines impliqués dans la 
liaison nucléotidiques, l’hydrolyse, GAP, GEF et la liaison effectrices sont la boucle P avec son 
motif GXXXXGK/S (trouvé dans toutes les protéines liant la guanine), et les domaines de 
switch I et II 161.  
 
1.6.5 L’hydrolyse du GTP 
La durée de liaison de GTP par Rap1 détermine la spécificité, le moment et l’intensité du 
processus cellulaire. Par conséquent, non seulement la liaison du GTP est importante, mais 
également la régulation de l’hydrolyse du GTP afin de déterminer l’issue de l’activation de 
Rap1. La poche de liaison GTP de Ras et Rap1 comprend la région de boucle-P et les régions 
switch I et II (Fig 1.8). Tout comme Ras, Rap1 lie les nucléotides de guanine dans un complexe 
avec un ion Mg2+. Mg2+ augmente l’affinité de Rap1 pour les nucléotides de guanine par des 
interactions avec les phosphates g et b du GTP et du GDP respectivement, et par des interactions 
avec Rap1 162.  
Afin de permettre l’hydrolyse du GTP, une molécule d’eau nucléophile doit entrer dans la poche 
de liaison au GTP et engager une interaction avec le g-phosphate du GTP, induisant ainsi 
l’hydrolyse du GTP. Pendant l’hydrolyse, une charge négative se développe sur le nucléotide, 
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diminuant l’énergie d’activation. La poche de liaison du GTP contient plusieurs donneurs de 
liaison hydrogène et des charges positives qui stabilisent les g et b phosphates du GTP, 
supportant et stabilisant ainsi l’état de transition du nucléotide et accélérant l’hydrolyse. Une 
stabilisation plus poussée de l’état de transition est obtenue par l’orientation correcte de la 
molécule d’eau par rapport au phosphate g.  L’activité catalytique intrinsèque des GTPase est 
très faible et les GAP sont nécessaires pour augmenter la vitesse de réaction et mettre fin à 
l’activation.  
Bien que Ras et Rap1 soient hautement homologues, il existe certaines différences qui ont un 
effet majeur sur le mécanisme d’hydrolyse du GTP. Tout d’abord, contrairement à Ras, Rap1 a 
un acide aminé de thréonine à la position 61 et ne peut donc aligner la molécule d’eau avec le 
g-phosphate (Fig 1.7-A). De plus, les GAPs pour Rap1 et Ras montrent peu d’homologie. Les 
GAPs pour Rap1 ne contiennent pas de « arginine finger ». Cependant, les Rap1GAP ont un 
résidu d’asparagine à la position 290. Les Rap-GAPs utilisent le « arginine thumb » afin de 
positionner la molécule d’eau. Cette différence entre Ras-GAP et Rap1-GAP est subtile mais 
rend la régulation de Rap1 plus spécifique.  
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Figure 1.8 Éléments de la structure secondaire et la boucle P autour des sites actifs 
Le site actif de Rap-Rap1GAP montré en superposition avec Ras, Ran et Rho dans le complexe 
avec leurs GAPs apparentés. B) Superposition de Rap1 non complexé (jaune) et le complexe 
Rap1-Rap1-GAP (vert/bleu). (C, D) Représentation en surface de Rap1 (C) et de Rap1 en 
complexe avec Rap1GAP (D). Les résidus du switch II T61 (rouge) et Q63/F64 (vert) subissent 
une modification conformationnelle drastique lors de la formation du complexe avec Rap1GAP 
pour permettre l’accès au résidu d’asparagine au site actif. Reproduit à partir de référence 163. 
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1.6.6 Dissociation du GDP 
Contrairement aux RapGAPs qui ne présentent pas d’homologie de séquence avec les RasGAPs, 
les RapGEFs sont homologues aux RasGEFs. Les deux GEF spécifiques à Rap1 et Ras 
contiennent un domaine REM (motif d’échange Ras) et un domaine d’homologie catalytique 
Cdc25. Le domaine catalytique des Rap1GEFs forme un « glutamic finger ». Lors de la 
formation du complexe de Rap1 avec son GEF, ce « glutamic finger » est projeté dans la région 
de liaison nucléotidique. L’insertion de cette structure provoque de déplacement du switch I et 
les chaînes du « glutamic finger » bloquant par conséquent les sites de liaison de l’ion Mg2+et 
du a-phosphate du nucléotide, entraînant la dissociation du nucléotide lié 164. Le domaine REM 
régule l’activité catalytique par des interactions avec le « glutamic finger ». L’analyse 
mutationnelle a montré que les régions de la protéine Rap1 sont importantes pour la 
reconnaissance et la liaison du GEF : la région switch I, la région switch II et la séquence des 
acides aminés 100-110 161, 165. Certains des résidus dans cette région ainsi qu’à l’extérieur de 
ces régions expliquent la spécificité des GEFs.  
1.6.7 Régulation de l’activité de Rap1 
1.6.7.1 Les GEFs (facteurs d’échange de nucléotides guanyliques) 
La régulation de l’activité de Rap1 est principalement contrôlée par des GEFs et des GAPs. 
Plusieurs GEFs ont été identifiés pour Rap1, toutes composés du domaine d’homologie Cdc25 
et d’un Ras exchange motif (REM). Le domaine d’homologie Cdc25 est le domaine catalytique 
des GEFs, catalysant la libération du GDP, permettant ainsi à la protéine G de lier le GTP de 
façon plus abondante (Fig 1.9). Le REM est répandu chez les facteurs d’échange de nucléotides 
pour les petites GTPases et est généralement trouvé proche du domaine Cdc25. Le REM se lie 
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à la GTPases et participe à l’activité catalytique du facteur d’échange. La GEF forme en premier 
un complexe d’amarrage avec la petite GTPase lié au GDP avec une faible affinité. Le GDP se 
dissocie ensuite de son complexe initial, ce qui résulte en la formation d’un complexe de haute 
affinité GEF-petite protéine de liaison au GTP. Ce complexe intermédiaire ne s’accumule jamais 
au sein de la cellule puisqu’il se dissout rapidement lors de la liaison avec le GTP. La protéine 
de liaison au GTP sans nucléotide est instable et n’existe pratiquement pas dans la cellule. Ainsi, 
les GEF ont une double activité biochimique : ils déstabilisent la forte interaction avec le GDP 
et stabilisent les petites protéines de liaison qui n’ont pas de nucléotide.  
Il existe plusieurs membres de la famille des GEFs. C3G fut le premier facteur d’échange trouvé 
pour Rap1. Il intervient dans l’activation de Rap1 à travers une cascade de signalisation 
constituée de tyrosines kinases. Lors de la phosphorylation des récepteurs de tyrosines kinases, 
le complexe Crk-C3G est recruté sur la membrane et interagit avec les résidus de tyrosines 
phosphorylés sur le récepteur via le domaine SH3 de Crk. Cela se traduit par l’activation de 
C3G, ce qui lui permet d’activer Rap1 166. Le C3G activé s’accumule principalement dans 
l’appareil de Golgi, le cytosquelette et la membrane plasmique 167, 168. Epac est un autre 
activateur de Rap1. Cette protéine est activée directement par l’AMPc. La famille Epac est 
composée de trois membres : Epac1, Epac2 et Repac. Epac1 est largement exprimé dans 
l’ensemble du corps alors que l’expression de Epac2 est restreinte au cerveau, la glande 
pituitaire, la glande adrénale et le foie. L’activateur PDZ-GEF est trouvé en deux isoformes chez 
les mammifères : PDZ-GEF1 et PDZ-GEF2 169, 170 (aussi appelés RA-GEF-1, RA-GEF-2). Les 
deux PDZ-GEFs sont spécifiques pour Rap1 et Rap2 156, 169. Curieusement, malgré que le 
mécanisme induisant PDZ-GEF n’est pas encore entièrement élucidé, Rap1 actif peut induire 
lui-même l’activité de PDZ-GEF, suggérant qu’il y a une boucle de rétroaction entre Rap1 et 
 57 
PDZ-GEF 154. PDZ-GEF1 est exprimé de façon ubiquitaire à travers le corps alors que PDZ-




Figure 1.9 Réseau de signalisation Rap1 
Plusieurs facteurs d’échange de nucléotides guanyliques (GEF; bleu) et des protéines activant 
les GTPase (GAP; vert) sont impliqués dans la régulation de Rap1. (C3G; protéine libérant des 
nucléotides de guanine qui se lie au domaine SH3 de CRK; AMPc : AMP cyclique; Crk: protéine 




1.6.7.2 Les GAPs (protéines activant les GTPases) 
Un autre groupe de régulateur de Rap1 sont les GAPs qui promeut l’inactivation de la GTPase 
en stimulant l’hydrolysée de GTP en GDP. La plupart de ces GAPs ont un résidu d’arginine qui 
stabilise la glutamine au sein de la GTPase qui coordonne l’attaque de l’eau pendant l’hydrolyse 
du GTP. Ce résidu est aussi appelé « arginine finger » et peut stabiliser une glutamine de la 
région switch II de Ras. Par contre, chez les protéines Rap1, le résidu de glutamine est remplacé 
par un résidu de thréonine qui est nécessaire pour la liaison Rap1-GAP.   Rap1 possède une 
activité GTPases intrinsèque très faible, car il ne contient pas de résidu de glutamine en position 
61, qui est conservée parmi les autres GTPases. Par conséquent, Rap1 a besoin de GAP pour 
induire l’hydrolyse du GTP. La régulation de Rap1-GAP établit la localisation et la durée 
d’activation de la signalisation Rap1 et peut renverser les processus dynamiques régulés par 
Rap1. Tout comme les GEFs, la pléthore de Rap-GAPs sont ciblés sur différents complexes 
moléculaires à divers endroits dans la cellule. Rap1GAP1 régule la signalisation locale au 
niveau de la membrane plasmique en interagissant avec la sous-unité Ga des protéines G 
trimériques couplés aux récepteurs. Les GAPs les plus connus qui interagissent avec Rap1 
incluent Rap1GAP et Spa-1. Ces GAPs ont des domaines GAPs identiques. Rap1GAPI a été le 
premier GAP identifié spécifique à Rap1. Rap1GAPI est exprimé dans plusieurs tissus de fœtus, 
dans le placenta, et dans le cerveau adulte alors que Rap1GAPII est principalement exprimé 
dans le cerveau, le cœur, le foie et les reins 172. Spa-1 est situé dans la région péri-nucléaire. Il 
est principalement exprimé dans les tissus hématopoïétiques et il a été constaté que l’expression 
de Spa-1 et de Rap1GAP est ségrégée dans divers tissus 173.  
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1.6.8 Les effecteurs de Rap1 
En aval de Rap1, une pléthore de molécules effectrices a été proposée sur la base d’études 
biochimiques. Ces protéines incluent RapL, Riam, Afadin/AF-6, Krit1, Rasip. Ces effecteurs 
peuvent ensuite propager des signaux afin de contrôler la stabilisation des jonctions 
endothéliales vasculaires (Fig 1.10).  
1.6.8.1 Les effecteurs régulant le remodelage de l’actine et la formation des JA  
Afadine/AF-6 est une protéine cytosolique largement exprimée qui se retrouve aux jonctions et 
qui interagit avec les nectines, des molécules d’adhésion cellulaire analogues à 
l’immunoglobuline, grâce à leur domaine PDZ ainsi qu’avec un certain nombre de régulateurs 
du cytosquelette 174. Ainsi, AF-6 joue des rôles coopératifs importants dans la formation des JA 
175. C’est avec ses domaines Ras-associated (RA), à l’extrémité N-terminale que l’AF-6 lie Rap1 
et Ras avec une grande affinité 174. Bien que des études initiales aient montré que l’AF-6 pourrait 
participer à la rupture de la jonction induite par Ras 176, d’autres recherches ont montré que 
l’AF-6 lie la p120 caténine d’une manière Rap1 dépendante 177 pour empêcher l’internalisation 
de la cadhérine. La signalisation Rap1 par la surexpression de Rap1GAP redistribue l’AF-6 vers 
la région péri-nucléaire du cytosol 178. Une diminution d’AF-6 dans les CEs entraîne une 
diminution des composants de la jonction aux contacts cellule-cellule. Une déplétion d’AF-6 est 
létale pour les embryons mais enlever AF-6 de façon endothéliale spécifique induit une létalité 
embryonnaire partielle, résultant de lymphoedème sous-cutané 179. Les animaux survivants à 
l’embryogenèse présentent une angiogenèse rétinienne aberrante et une VE-cadhérine 
jonctionnelle mal localisée, ainsi qu’un bourgeonnement angiogénique sur Matrigel 
défectueux174. Ainsi, l’AF-6 est critique pour la fonction vasculaire appropriée à différents 
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stades de l’angiogenèse à la fois dans les vaisseaux sanguins et les vaisseaux lymphatiques. 
L’activation de l’AF-6 induit par Rap1 est cruciale pour le recrutement de la cadhérine.  
La protéine Krev Interaction Trapped 1 (Krit) aussi connut sous l’acronyme de CCM1, est 
composée d’un domaine FERM responsable des interactions avec le cytosquelette d’actine et 
les protéines membranaires intégrales180. Ce domaine adopte une structure analogue à 
l’ubiquitine, similaire aux domaines RA et RBD et qui peut se lier à la fois à Ras et à Rap1, bien 
que son affinité pour Rap1 soit plus élevée que pour Ras 181. Cette protéine est mutée dans la 
malformation caverneuse cérébrale, une maladie associée à des anomalies du système vasculaire 
cérébral. Krit1 est un effecteur majeur de Rap1 dans le contrôle des jonctions cellule-cellule 
endothéliale 182. Dans les CEs, Krit1 se localise aux jonctions où il s’associe aux protéines et est 
requis pour la réduction de la perméabilité basale 183. Krit1 s’associe également aux 
microtubules, à deux protéines CCM (CCM2 et CCM3) et à ICAP1, une protéine qui se lie à la 
chaîne b des intégrines 184. L’activation de la signalisation Rap1 stimule la libération de Krit1 
en se liant à son domaine FERM par les microtubules et favorise sa translocation vers les 
jonctions cellule-cellule, où elle interagit avec CCM2 et CCM3 et d’autres composants des 
jonctions, notamment l’AF-6 et la b-caténine pour favoriser la fonction de barrière et pour la 
polarité endothéliale 184. En interagissant avec le récepteur Heart of Glass et la b-caténine, Rap1 
induit également la localisation de Krit1 aux contacts cellulaires 185. Krit1 agit en supprimant 
l’activation de RhoA limitant ainsi la contractilité induit par l’actine ce qui contribue à 
l’instabilité jonctionnelle endothéliale 186 (Fig 1.10).  Krit1 joue également un rôle dans 
l’activation des adhérences focales à base d’intégrine car la liaison de Krit1 à ICAP-1 permet la 
liaison de taline, une protéine cytosquelettique à l’intégrine et l’activation subséquente des 
adhérences focales187. Une diminution de Krit1 endothélium spécifique chez les souris 
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néonatales entraîne une dilatation des vaisseaux crâniens, accompagnée d’une hémorragie et 
d’une mauvaise localisation de la VE-cadhérine 188.  
1.6.8.2 RASIP régule l’assemblage et la stabilisation des actines jonctionnelles 
La « Ras-interacting protein 1 » (Rasip) a été identifiée par un criblage de double hybrides de 
levure en tant que protéine interagissant préférentiellement avec K-Ras, H-Ras et Rap1 189. Des 
études ont montré que Rasip1 est fortement exprimée dans le système vasculaire embryonnaire 
et adulte, mais qu’elle n’est retrouvée qu’en faible quantité dans le tissu non vasculaire chez les 
vertébrés190, 191. La diminution de Rasip1 chez des souris  entraîne un œdème péricardique, une 
hémorragie multifocale et une létalité embryonnaire mi-gestationnelle, résultant d’une 
malformation des vaisseaux sanguins190, 192. De plus, une diminution chez des embryons de 
poisson-zèbre en développement provoque des défauts des vaisseaux sanguins190. Dans 
l’ensemble, les données provenant de plusieurs espèces de vertébrés montrent que Rasip1 joue 
un rôle essentiel dans le développement des vaisseaux sanguins embryonnaires190, 191, 192.  
1.6.8.3 RapL et les intégrines 
RapL est un autre régulateur de Rap1 qui contrôle les intégrines et les microtubules. RapL est 
localisé sur les microtubules dans les CEs et lie directement les microtubules polymérisés in 
vitro 193. Dans les essais de cicatrisations, RapL est localisé sur les microtubules au front de 
migration et son interaction avec Rap1 est nécessaire pour une migration directionnelle 193. De 
plus, la co-expression de Rap1V12, un vecteur activant de façon constitutive Rap1, induit 
également une dissociation de RapL des microtubules (Fig 1.10). Dans les lymphocytes, RapL 
se déplace dynamiquement de la région péri-nucléaire vers le front de migration lors de la 
stimulation avec des chimiokines. Rap1 activé déclenche alors l’association de RapL avec aLb2 
induisant une redistribution de cette intégrine vers la synapse immunologique194. RapL est 
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également connu comme un suppresseur de tumeur et l’expression transitoire de RapL entraîne 
une apoptose accrue et une progression retardée du cycle cellulaire. En effet, RapL est fortement 
réprimé dans les tumeurs neuroblatiques et la reconstitution de son expression diminue le 





Figure 1.10 Signalisation par les effecteurs Rap1 dans le contrôle de la barrière 
endothéliale et dans l’adhésion cellule MEC. 
Rap1A/B actif peut se lier à des effecteurs tels que RASIP1, AF-6, Krit1 et RapL dans de 
nombreux cas, déclenchant leur mouvement vers le cortex cellulaire. RASIP1 favorise le 
regroupement de l’actine corticale réticulée par la nonmuscle myosin heavy chain II 
(nmMHCII). Les faisceaux d’actine corticale sont liés à des molécules transmembranaires de 
VE-cadhérine par l’intermédiaire d’a-caténine et de b-caténine, des protéines adaptatrices 
cytosoliques. L’assemblage de ce réseau d’actine peut inhiber la formation des jonctions focales 
adhérentes (JFA) composée de complexes cadhérine-caténine liés à des fibres de stress. AF-6 
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favorise l’accumulation de composants de jonctions et se lie directement à la b-caténine, ainsi 
que Krit1. Af-6 et Krit1 suppriment l’activation de RhoA. L’inhibition de RhoA réduit la 
phosphorylation de la CLM par la protéine kinase associée à Rho (ROCK), réduisant la 
contraction et potentiellement la formation de JFA. RapL est dissocié des microtubules lors de 
l’activation de Rap1 et RapL, l’association de RapL avec aLb2 induisant une redistribution de 
cette intégrine. L’interaction RapL/Rap1 est également nécessaire pour une migration 
directionnelle. Modifié à partir de référence196. 
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1.7 Objectifs de recherche 
L’étude est centrée sur le rôle de Rap1, dans les effets proangiogéniques suite à une stimulation 
de l’Ang-1 sur les CEs. L’objectif à long terme est de mieux comprendre le rôle joué par Rap1 
dans le dysfonctionnement endothélial associé à l’angiogenèse. Ce faisant, une meilleure 
compréhension de la fonction de Rap1 dans des conditions normales et pathologiques sera 
atteinte. Quatre objectifs spécifiques ont été adressés pour accomplir cette tâche. 
Nous savons que Rap1 est une GTPase impliquée dans la stabilisation de la barrière 
endothéliale. Il est connu que l’Ang-1 inhibe la perméabilité des vaisseaux sanguins. Nous avons 
donc cherché à savoir, si l’Ang-1 pouvait induire l’activité de Rap1 via sa voie de signalisation. 
Notre premier objectif était donc de déterminer si l’Ang-1 pouvait activer de façon rapide Rap1 
et définir l’effet de cette activation sur les CEs. Notre deuxième objectif était d’examiner 
l’implication de Rap1 dans la stabilisation des JA lorsque des BAECs sont stimulées avec de 
l’Ang-1 et de déterminer l’effet d’une diminution de Rap1 sur la barrière endothéliale suite à 
une activation par Rap1. Le troisième objectif était d’étudier comment l’activité de Rap1 suite 
à une stimulation par Ang-1 pouvait affecter l’angiogenèse. Le bourgeonnement angiogénique 
et la migration des CEs sont les étapes les plus importantes lors de l’angiogenèse. Nous avons 
donc voulu observer l’effet d’une diminution de Rap1 sur les CEs lors de ces étapes cruciales. 
Notre quatrième objectif était de comparer le rôle de Rap1 dans l’angiogenèse stimulée par Ang-
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Angiopoietin-1 (Ang-1), an important angiogenic and anti-permeability factor, plays a key role 
in blood vessel formation. It has been shown that the small GTPase Rap1 is involved in 
promoting cell adhesion, such as cadherin-mediated adhesion and vessel stability. While many 
studies establish Rap1 activation as an important signaling event leading to AJ reinforcement, 
Rap1 has never been reported as a signaling target of Tie2. Thus, we determined the contribution 
of Rap1 to Ang-1/Tie2-stimulated angiogenic effects on endothelial cells (ECs). We found that 
downregulation of Rap1 attenuated the anti-permeability effects of Ang-1 on EC monolayers. 
Our results also reveal that Rap1 is necessary for EC sprouting stimulated by Ang-1 but had no 
significant effect on EC migration and adhesion. Although Rap1 and VE-cadherin are both 
essential for the integrity of the endothelial barrier and cell-cell adhesions, downregulation of 
VE-cadherin abolished Ang-1 stimulated migration and promoted adhesion of ECs in contrast 
to Rap1. These results suggest that, in response to Ang-1 stimulation, Rap1 is mainly associated 
at the level of intercellular adhesions of ECs whereas VE-cadherin is also involved in adhesion 





Angiogenesis is the process by which new blood vessels take form from existing blood vessels. 
It is involved in many biological processes including development, reproduction and wound 
repair 197. However, an imbalance in the angiogenic process participates to the establishment of 
many malignant diseases such as cancer, inflammatory, ischaemic and immune disorders. 
Angiopoeitin-1 (Ang-1) is an angiogenic growth factor which plays an essential role in 
endothelial cell (EC) survival, migration, sprouting and tubule formation through the EC-
specific receptor Tie2 198.  
Dynamic regulation of the endothelial barrier is crucial for angiogenesis during development to 
promote maturation of blood vessels. This barrier is preserved by adherens junctions (AJs) and 
tight junctions (TJs), both of which are linked to the actin cytoskeleton, and maintains tissue 
integrity. Vascular endothelial-cadherin (VE-cadherin), which forms Ca2+-dependent 
homodimer interactions across cell membranes of neighboring cells, is at the heart of AJs 198.  
VE-cadherin has a cytoplasmic tail that links the actin cytoskeleton through interactions with 
several cytoplasmic proteins including b-catenin, and participates in transmitting signals that 
relate to the adhesive function of VE-cadherin and to the outside-in signaling in ECs, both 
pivotal for angiogenesis 198. The small GTPase Rap1 is one of the essential signaling 
intermediates mediating these functions of VE-cadherin.  
Rap1 is activated by a plethora of extracellular signals and has been clearly described as an 
important modulator of cell-matrix and cell-cell adhesions 199, 200. Recent research has shown 
that in ECs GTP-bound Rap1 can regulate angiogenesis and the endothelial barrier through the 
fine-tuning of vascular permeability 157, 201, 202, 203. AJ assembly is enforced by Rap1 through the 
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direct implementation of VE-cadherin adhesion and junction integrity via several Rap1 effectors 
including KRIT1, RASIP1 and Afadin 185, 196, 204, 205, 206. In ECs that have not yet formed stable 
junctions with neighboring cells, Rap1 plays an active role by fostering the endothelial barrier 
through the direct regulation of VE-cadherin adhesion and junction integrity via KRIT1157, 206. 
Active Rap1 can also indirectly control the endothelial barrier through the dynamic 
reorganization of the actomyosin cytoskeleton and suppression of the Rho-ROCK pathway 199, 
204.  AJ stabilization is triggered by a number of anti-permeability factors such as Ang-1, which 
stabilizes blood vessels 74, 207, 208, 209, 210, 211. It is well established that Ang-1 promotes endothelial 
barrier integrity by counteracting the pro-permeability effect of vascular endothelial growth 
factor (VEGF) on ECs 29, 74, 212. We have previously shown that Ang-1 acts, at least in part, 
through the inhibition of VEGF-stimulated nitric oxide release 74. The role of Rap1 in the 
formation and reinforcement of AJs is well established. However, it’s role in the effects of Ang-
1 on ECs has never been examined. Herein, we determine the contribution of Rap1 to Ang-
1/Tie-2-stimulated angiogenic effects on ECs. We found that downregulation of Rap1 
attenuated the anti-permeability effects of Ang-1 and that Rap1 is necessary for Ang-1-
stimulated EC sprouting. Surprisingly, downregulation of Rap1 had no significant effect on the 
migration of ECs in contrast to the downregulation of VE-cadherin which affected both 
processes. These results highlight the involvement of Rap1 in the effects of Ang-1 on EC 
junctions and in angiogenic sprouting. 
2.3 Methods 
Cell culture  
Bovine aortic endothelial cells (BAECs), obtained from VEC Technologies, were cultured in 
Dulbecco modified Eagle medium (DMEM) supplemented with 10% fetal bovine serum 
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(HyClone Laboratories), 2.0 mM L-glutamine, 100 U/mL penicillin, and 100 µg/mL 
streptomycin.  
Transfections and cell treatments 
To silence Rap1 expression, a siRNA against both Rap1A and Rap1B was synthesized. The 
siRNA sequence targeting bovine Rap1 was 5’-UCUACUUCAACUUGCUUUCUU-3’ and the 
siRNA sequence targeting bovine VE-cadherin was 5’-UCUCUGUCCAGUUCUUUGUUU-3’. 
A non-related scrambled siRNA was used as control (5’-UUGAGCAAUUCACGUUCAUUU-
3’) (Dharmacon; Layfayette, CO). For some experiments, BAECs were transfected with 
expression plasmids: GFP-RAPL (provided by Dr. Michael Gold, University of British 
Columbia, Canada) and FAK-GFP to visualize and quantify focal adhesions (gift from Dr. Ivan 
R. Nabi, University of British Columbia, Canada). siRNAs and expression plasmids were 
transfected in BAECs using Lipofectamine 2000, according to the manufacturer’s protocol 
(Invitrogen). Forty-eight hours after transfections, cells were starved overnight in serum-free 
media before stimulation by Ang-1. Ang-1 was obtained from Cerdarlane reconstituted at 
100ng/mL in sterile PBS with 0.1% bovine serum albumin (BSA).  
Endothelial permeability assay 
Permeability across endothelial cell monolayers was measured using type I collagen coated 
Transwell units (6.5mm diameter, 3.0 µm pore size polycarbonate filter; Corning Costar). 
BAEC cells were plated 48 hours after transfection at a density of 200,000 cells per well and 
cultured for 4 days until the formation of a tight monolayer. Cells were serum-starved for 1 hour 
in DMEM containing 1% BSA. Ang-1 (100 ng/mL) were added to the upper chambers in 
presence of 1mg/mL FITC-labeled dextran (molecular mass 40kDa). Endothelial permeability 
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was measured by collecting 50µL sample from the lower compartment which was diluted with 
300 µL phosphate-buffered saline (PBS) and measured for fluorescence at 520 nm when excited 
at 492 nm with a Wallac Victor 3V spectrophotometer (PerkinElmer). 
Antibodies and immunobloting 
For immunofluorescence and immunoblot analyses, we used Alexa-coupled antibodies from 
Invitrogen and HRP-coupled antibodies from Jackson Laboratories, respectively. Primary 
antibodies used were: rabbit anti-Rap1 (Cell Signaling), goat anti-VE-cadherin (Santa Cruz 
Biotechnology), mouse anti-4G10 (Millipore), anti-b-actin (Cell Signaling).  
Immunoblot analyses were performed as follow. Proteins were separated by SDS-
polyacrylamide gel electrophoresis, transferred onto a nitrocellulose membrane (Hybond-ECL; 
GE Healthcare), and Western blotted. Antibody detection was performed with HRP-coupled 
antibodies from Jackson Laboratories and using the Image Quant LAS4000 




BAECs were cultured on 0.1% gelatin-coated coverslips and transfected as previously 
described. Cells were serum-starved overnight and stimulated for 30 minutes with Ang-1. Cells 
were fixed for 20 minutes in serum free DMEM containing 4% paraformaldehyde. Once fixed, 
cells were rinsed with PBS and permeabilized with 0.1% Triton for 5 minutes. Fixed cells were 
then incubated for 1 hour with primary antibodies in 1% BSA in PBS followed by a 1-hour 
incubation with the appropriate secondary antibodies labeled with Alexa Fluor 488 and/or 568. 
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Coverslips were mounted on slides using Fluoromount (Sigma-Aldrich) and observed using a 
Zeiss LSM 800 confocal laser-scanning microscope. Images were assembled using Photoshop 
CS5 (Adobe Systems). To quantify focal adhesions (FAs), BAECs were transfected with FAK-
GFP and fixed after 48 hours. Quantifications were performed using ImageJ (NIH, Bethesda, 
USA) by applying a threshold on the GFP level and quantifying the number of GFP positive 
FAs per cell. A total of 20 cells were quantified for each condition.  
Rap1 activation assay 
Rap1 activation was determined using an established pull-down method based on the binding 
of a GST fusion protein containing the Rap-binding domain of RalGDS (RalGDS-RBD/GST) 
to the active GTP-bound form of Rap1. TOPF10 Escherichia coli were transformed with the 
expression vector pGEX-RalGDS-RBD and RalGDS-RBD/GST fusion proteins were induced 
with 0.1mM isopropyl-1-thio-b-D-galactopyraoside (IPTG). Bacteria were then resuspended in 
in 50mM Tris-HCl, pH 7,4, 50mM NaCl, 1% Triton X-100, 1mM protease inhibitor cocktail 
(Roche Diagnostics) and 1% Nonidet P40 and sonicated. RalGDS-RBD/GST fusion proteins 
were purified from sonicated supernatant by incubation with glutathione-coupled Sepharose 4B 
beads (Amersham) overnight at 4oC. The beads were washed three times in lysis buffer and the 
amount of bound fusion proteins was estimated by SDS-PAGE and Coomassie Blue staining. 
BAECs were lysed in 1% Nonidet P40, 50mM Tris-HCl, 0,1mM EDTA, 0,1mM EGTA, 0,1% 
SDS, 0,1% deoxycholic acid, 20mM sodium fluoride, 1mM sodium pyrophosphate, 1mM 
orthovanadate. Aliquots of glutathione–Sepharose beads containing about 50 µg of RalGDS-
RBD/GST proteins were then used to precipitate GTP-bound Rap1 from cell lysate supernatants 
by incubation for 1 hour at 4oC with gentle rotation. The beads were then washed 3 times with 
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an excess of lysis buffer. The complexes were precipitated, boiled in SDS sample buffer and 
bound Rap1 revealed by immunoblotting. 
Migration assay and time-lapse video microscopy 
Cells were first transfected with siRNAs and then left for 48 hours to recover and reach 90% 
confluency. BAECs were starved overnight in 12-well plates. Transfected cells were incubated 
with the fluorescent vital Hoechst dye for 10 min before performing scratches with a 10 µl-
pipette tip on the confluent monolayer. Cells movements were recorded using an Axio-Observer 
Z1 microscope (Zeiss) equipped with an AxioCam MrM camera (Zeiss) and programmed to 
capture a frame every 10 minutes of the migration period (6 hours). Temperature was maintained 
at 37°C and the atmosphere within the chamber was kept at 5% CO2/96% air throughout the 
experiment. Nucleus of cells at the leading-edge were traced by time-lapse video microscopy 
with the plugin Cell Tracker of ImageJ (NIH, Bethesda, USA) and nuclei tracks were analyzed 
with the plugin Manage cell Tracks of Ice Software. The total displacement and net 
displacement were obtained from each tracks and statistical analysis were performed. 
 
 
Spheroid-based in vitro angiogenesis assay 
24 hours after transfection of siRNA, spheroids of BAEC were generated as previously 
described 213. Briefly, transfected BAECs were cultured in DMEM containing 25% methocell, 
10% FBS, 1% L-Glutamine and 1% penicillin/streptomycin in a U-shape 96 wells plate for 24 
h to allow spheroids formation. Spheroids were transferred in complete medium containing 45% 
collagen pH 7.4 and 20% methocell and cultured for 24 h before fixation in 4 % PFA. Images 
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of the spheroids were taken after 24 hours of sprouting using a camera mounted on an inverted 
Zeiss Axio observer A2 with a x10/0.25 NA objective. The extent of capillary sprouting was 
quantified by measuring average sprout length and number of sprouts growing out of each 
spheroid using the ImageJ 1.49v software. At least 10 spheroids per conditions were analyzed, 
and 3 independent experiments were performed.  
Cell adhesion assay 
BAEC adhesion was assayed in 96-well plates precoated with 1% gelatin overnight, as 
described, with minor modifications 214. 48 hours after transfection, 50,000 cells were plated and 
left to adhere at 37°C for 1 hour. Adherent cells were stained with 0.2% crystal violet (Sigma 
Aldrich), 20% methanol in PBS and adhesion was quantitated by measuring absorbance at 550 
nm with a Wallac Victor 3V microplate reader (PerkinElmer). Each experimental point was 
performed in triplicate. 
Statistical analysis 
Data are represented as the means ± S.E.M. Two-tailed independent Student's t tests were used 
when comparing two groups. Comparisons between multiple groups were made using one-way 
ANOVA followed by post-hoc Bonferroni's multiple comparisons test among groups using 
GraphPad Prim 5 software. p value < 0.05 was considered statistically significant. 
2.4 Results  
Ang-1 stimulation of ECs activates Rap1 
We investigated the effect of Ang-1 stimulation of BAECs on Rap1 activation using a 
Rap1 activity assays. Ang-1 rapidly increased binding of active GTP-bound Rap1 to the GST 
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fusion protein containing the Rap-binding domain of RalGDS as determined by pulldown assay 
(Fig. 1A). Quantifications revealed that Rap1 activation was tripled after 5 minutes of Ang-1 
stimulation and sustained for at least 30 minutes (Fig. 1B). Activation of Rap1 after Ang-1 
stimulation was also determined by examining the cellular localization of GFP tagged RAPL, a 
downstream effector protein of Rap1. Following stimulation with Ang-1 of BAECs transfected 
with RAPL-GFP expression vectors, RAPL-GFP relocalized near the plasma membrane in close 
proximity to VE-cadherin staining, revealed by immunofluorescence, at cell junctions (Fig. 1C). 
The merge coefficient of the GFP and VE-cadherin immunofluorescence was increased by two 
folds in cells treated with Ang-1 compared to untreated cells (Fig. 1D). Collectively, these 
results indicate that Ang-1 stimulation of BAECs leads to Rap1 activation, which promotes 
relocalization of the Rap1 effector RAPL at junctions of ECs. 
Rap1 is required for Ang-1-stimulated EC junction stabilization of EC junction 
To determine whether Rap1 is essential for Ang-1-induced stabilization of the endothelial 
barrier stability, we examined the permeability of BAECs monolayers to macromolecules. The 
permeability of BAECs transfected with control (siCT) or siRNA targeting Rap1 (siRap1) to 
fluorescein isothiocyanate (FITC)-labeled dextran (40kDa) was monitored. We confirmed that 
transfection of BAECs with siRap1 decreased Rap1 protein expression by at least 75%, as 
determine by immunoblot (Fig. 2A). As expected, Ang-1 stimulation inhibited transendothelial 
permeability of control transfected BAECs (siCT) compared to unstimulated cells (Fig. 2B). 
However, the reduction in transendothelial permeability induced by Ang-1 was inhibited in cells 
transfected with siRap1. To further document the involvement of Rap1 in the stabilization of 
endothelial junctions induced by Ang-1, we examined the reorganization of cell junctions after 
Ang-1 stimulation in Rap1 downregulated cells. By visualizing VE-cadherin localization in 
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BAECs using immunofluorescence, we determined the linearity of intercellular junctions in ECs 
transfected with siCT or siRap1 (Fig. 2C-D). The junctional linearity index was defined as the 
ratio of the total junctional length over the net linear junctional length. BAECs transfected with 
siCT, had a VE-cadherin positive junction linearity index around 0.6 whereas cells subjected to 
30 minutes of Ang-1 had a linearity closer to 1, suggesting a tightening of intercellular junctions, 
which is consistent with a reduction in endothelial permeability. On the other hand, cells 
transfected with siRap1 had a significantly decreased linearity index, compared to untreated 
siCT transfected cells (Fig. 2D). Furthermore, Ang-1-induced linearization of EC junctions was 
abolished in siRap1 transfected cells. Together, these observations suggest that Rap1 plays a 
significant role in Ang-1-induced stabilization of EC junctions and inhibition of transendothelial 
permeability. 
Silencing of Rap1 or VE-cadherin inhibits EC sprouting 
To examine the involvement of Rap1 in Ang-1-stimulated angiogenesis in vitro, we used 
a 3-dimensional spheroidal system of EC sprouting. Spheroids of ECs were set in collagen gels 
and the outgrowth of capillary like structures were analyzed following Ang-1 treatment. In cells 
transfected with siRNA against Rap1, the Ang-1-induced sprouting of BAECs was significantly 
blocked (Fig. 3B-D). Not only were there fewer sprouts per spheroid in Rap1 silenced cells 
stimulated with Ang-1, but sprout length was also significantly reduced (Fig. 3C-D). These data 
show that Rap1 activity is necessary to promote Ang-1-induced sprouting of ECs in vitro. 
Since Rap1 acts at VE-cadherin based EC junctions, we examined if downregulation of 
VE-cadherin had similar functional consequences on EC sprouting as Rap1 downregulation. For 
this purpose, we first transfected cells with a siRNA against VE-cadherin (siVE-cadherin) or 
siCT (Fig. 3A) and confirmed at least 75% reduction in protein expression. We then performed 
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EC sprouting assays, and quantified the sprouting from of spheroids in response to Ang-1 
transfected with siVE-cadherin. Similar to spheroids of BAECs with silenced Rap1, silencing 
of VE-cadherin significantly blocked Ang-1-induced sprouting of BAECs, reducing sprout 
length and number of sprouts per spheroids (Fig. 3E-G). 
Rap1 is not necessary for Ang-1 stimulated EC migration  
Next, we examined the role of Rap1 in Ang-1 induced migration of ECs. As we have 
previously shown, Ang-1 induces an increase in total cell migration and net cell displacement 
of BAECs determined by live-cell tracking  (Fig. 4 A-C) 93. Interestingly, we did not observe 
any effect of siRap1 transfection on Ang-1-stimulated BAEC migration since cells behaved in 
an identical manner as cells transfected with siCT. This suggests that Rap1 is dispensable for 
Ang-1 stimulated EC migration (Fig. 4A-C). 
We then examined the effect of VE-cadherin downregulation on the migration of BAECs 
stimulated with Ang-1. In contrast to Rap1-downregulated cells, we observed in BAECs 
transfected with siVE-cadherin a significant inhibition of Ang-1-stimulated cell migration (Fig. 
4D-E). Total and net displacement (Fig. 4D-E) of Ang-1 stimulated cells within the wounded 
area of the monolayers were markedly reduced in VE-cadherin downregulated BAECs. Overall, 
these data demonstrate that, in contrast to Rap1, VE-cadherin is required for Ang-1-induced EC 
migration. 
Role of Rap1 and VE-cadherin in endothelial cell adhesion 
To define in more details the cell migration phenotypes of Rap1 and VE-cadherin 
downregulated ECs, we examined cellular adhesion to the extracellular matrix (ECM), which is 
an essential component of cell migration. Similarly to its effect on EC migration, 
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downregulation of Rap1 had no effect on adhesion of BAECs to the ECM in presence of Ang-
1 (Fig. 5A). Interestingly, the basal adhesion of cells transfected with siVE-cadherin was 
increased compared to BAECs transfected with siCT. Moreover, downregulation of VE-
cadherin markedly enhanced adhesion of BAECs stimulated with Ang-1 (Fig. 5A). Since 
tyrosine phosphorylation of Focal Adhesion Kinase (FAK) is linked to adhesion of cells to the 
ECM and in remodeling of FAs, we examined by immunofluorescence the overall levels of 
tyrosine phosphorylation in BAECs, which is generally associated with phosphorylation of 
FAK. We found that Ang-1 stimulation increased total phospho-tyrosine staining, in particular 
at the cellular edges and in ruffle like structures. Downregulation of Rap1 had no effect on Ang-
1 induced phosphotyrosine staining of ECs. In contrast, siVE-cadherin transfected cells had 
elevated basal phospho-tyrosine staining, which was not increased further upon Ang-1 
stimulation (Fig. 5B). To directly monitor the remodeling of FAs, we transfected BAECs with 
FAK-GFP, which localize to FAs and assessed the number of FA per cell. Consistent with 
increased cell adhesion, Ang-1 stimulation increased the number of FAs in siCT transfected 
cells. Downregulation of Rap1 slightly increased basal and Ang-1 stimulated FAs numbers in 
BAECs (Fig. 5C-D). In siVE-cadherin transfected cells, a marked increase in FA numbers was 
observed and this was increased further in Ang-1 stimulated BAECs. Overall, these results 
suggest that Rap1 is not involved in EC migration and adhesion while VE-cadherin depletion 






Rap1 has been identified as promoting cellular processes important for the angiogenic response 
such as migration, tube formation and integrin-mediated adhesion. Although Rap1 activation 
occurs in response to various extracellular stimuli, most studies have not identified them and 
have rather focused on the evolutionarily conserved GEFs, specifically on mechanisms in 
response to elevated cAMP. Angiogenic stimuli regulating Rap1 needs further attention. The 
present study clearly identifies for the first time, Rap1 as an indispensable factor for Ang-1-
induced in vitro angiogenesis. Silencing Rap1 attenuated the ability of Ang-1 to reduced cell 
permeability and decreased in vitro angiogenic sprouting, suggesting that Rap1 is responsible 
for coupling the Tie-2 receptor to multiple downstream pathway to mediate blood vessel 
formation. We therefore propose a novel molecular mechanism by which Ang-1 stimulation 
activates the small GTPase Rap1 in it’s GTP bound state, and consequently induces the 
activation of cell-cell junction formation signaling pathway. We demonstrated that the 
angiogenic growth factor Ang-1 rapidly increases Rap1 activity. However, the underlying 
mechanism is uncertain. It is likely that a GEF, which probably acts downstream of the Ang-1 
receptor acts as an intermediate. Further studies are required to clarify the mechanism of Ang-
1 induced Rap1 activation in endothelial cells. 
In line with previous studies 215, 216, we found that silencing Rap1 activity blocked the 
angiogenic sprouting and tube forming activity of endothelial cells. Moreover, others have 
shown that in mice, a single global knockout of either of the Rap1 isoforms induced defective 
angiogenesis. Furthermore, the role of two Rap1 GEFs has been studied in several mouse 
models. Mouse knock outs of C3G 216 and PDZ-GEF157, 201, 217, 218 have caused defective vascular 
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morphogenesis. Remarkably, we are the first to show through an in vitro angiogenesis assay that 
Ang-1 induces sprouting of endothelial cells via Rap1. Angiogenic sprouting was inhibited in a 
similar way when silencing VE-cadherin. The fact that Rap1 and VE-cadherin suppression both 
exhibit the same phenotype might therefore be explained by the fact that both are necessary for 
angiogenic sprouting. Interestingly, a study showed that Rap1 recruits a protein complex 
essential for angiogenic sprouting to VE-cadherin as to regulate AJs locally during sprouting 
157. This suggests that Rap1 and VE-cadherin interact during angiogenic sprouting. VE-cadherin 
mediates endothelial cell junction formation and Rap1 regulates the appropriate control of 
junctional myosin and adherent junction dynamics during sprouting.  
Cell migration is crucial for the angiogenic process yet the role of Rap1 in cell migration 
is however somewhat controversial. Some studies have shown that active Rap1 blocked cell 
motility in carcinoma cells 219, whereas others have shown that inactivating Rap1 impaired cell 
migration 218. In this study, the data revealed that silencing Rap1 RNA had no effect on 
endothelial cell migration. Furthermore, no difference was observed between the control group 
and the knockdown Rap1 group after 30 min of stimulation with Ang-1. We then looked at the 
role of VE-cadherin. In line with another study 159, we found that cells with silenced VE-
cadherin showed a marked increase in migration relative to cells in the control group. 
Surprisingly, when treated with Ang-1 for 30 min, cells with knockdown VE-cadherin did not 
travel as far as the control group stimulated with Ang-1 (Fig. 4E-F). We also found that depleting 
VE-cadherin from our BAECs caused a significant increase in cell adhesion. A possible 
explanation for the decrease in cell migration could be that transfecting cells with siRNA against 
VE-cadherin causes the cells to adhere more strongly to the ECM preventing the cells from 
migrating. Rap1 on the other hand is not necessary for Ang-1 induced cell adhesion and 
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therefore cell migration is not affected by knockdown Rap1 cells. A tempting hypothesis is that 
both Rap1 and VE-cadherin are essential for in vitro angiogenesis and that Ang-1 stimulation 
induces the co-operation between these two proteins during angiogenic sprouting. In fact, a 
study has shown that during sprouting Rap1 recruits a complex of proteins to VE-cadherin which 
regulates locally the dynamic of AJ 219. In ECs stimulated with Ang-1, VE-cadherin is important 
for angiogenic sprouting, cell migration and cell adhesion whereas Rap1 activity, induced by 
Ang-1, controls angiogenic sprouting and the EC barrier. 
Research has shown that Rap1 is an important activator of adhesion in a multitude of cells 
199. However, the role of Rap1 in cell adhesion in the presence of Ang-1 has not been 
investigated so far. VE-cadherin had a significant increase in cell adhesion to the ECM after 
Ang-1 stimulation. These results suggest that the function of Rap1 in angiogenesis stimulated 
by Ang-1 is mostly related to its role in intercellular adhesion of EC as opposed to VE-cadherin 
which is more involved in the adhesion of the ECM. 
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2.6 Figure Legends 
FIGURE 1  
Ang-1 activates Rap1 and induces RAPL accumulation at cell-cell junctions. (A) Rap1 
activation was determined by pull-down assays using RalGDS-RBD/GST. BAECs were treated 
with Ang-1 (100ng/mL) for the indicated times and pull-down (PD) assay were performed on 
protein extracts to reveal the amount of active Rap1 (Rap1-GTP) in comparison to the amount 
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of Rap1 in total cell lysates (TCL). b-actin was used as a loading control. Immunoblots are 
representative of three independent experiments. (B) Densitometric quantification of Rap1 
activation shown in A.  Average ratio of active Rap1 (PD) to Rap1 levels in TCL for 3 
experiments. *P < 0.05 vs unstimulated (0 min). (C) Ang-1 stimulation of BAECs induces the 
translocation of the Rap1 effector RAPL to VE-cadherin positive cell-cell junctions. 
Representative confocal micrograph of BAECs transfected with GFP-RAPL (green) and treated 
or not with Ang-1 (100ng/mL) for 30 min and processed for VE-cadherin immunofluorescence 
(red). Recruitment of GFP-RAPL to cell-cell junctions is visualized by its colocalisation (merge: 
yellow) with VE-cadherin staining. The arrow points to the colocalization at cell-cell junctions. 
(D) Quantification of the colocalization coefficient of GFP-RAPL and VE-cadherin expressed 
as arbitrary units (A.U.). The average colocalization coefficient of at least 30 cell junctions per 
condition were quantified in 3 different experiments. * P < 0.05. 
FIGURE 2 
Rap1 is essential for Ang-1-induced stabilisation of cell junctions and inhibition of 
endothelial permeability. (A) siRNA-mediated downregulation of Rap1 in BAECs. BAECs 
were transfected with control siRNA (siCT) or targeting Rap1 (siRap1) and downregulation was 
confirmed by immunoblotting against Rap1. b-actin was used as a loading control. (B) 
Transendothelial permeability was determined by measuring the passage of FITC-dextran 
through a monolayer of BAEC. Passage of FITC-dextran was measured after exposure of 
BAECs, transfected with siCT or siRap1, to Ang-1 (100ng/mL; 30min). The graph presents the 
average of 3 independent experiments (mean +/- SEM; p< 0.05). (C) Representative confocal 
micrographs of BAECs stained for VE-cadherin (green) and with DAPI (nucleus, blue) and 
transfected with siCT or siRap1. Where indicated, cells were stimulated with Ang-1 (100ng/ml) 
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for 30 minutes prior to fixation. Linearity of cell-cell junction staining (VE-cadherin) is 
indicative of junction stability. (D) Quantification of the “Index of linearity”, as described in the 
Results, is shown. The graph represents the average Index of linearity +/- SEM of at least n=30 
junctional sections between cells per conditions. (*p<0.05). n.s.: not significant. 
 
FIGURE 3 
Rap1 and VE-cadherin are required for Ang-1-induced sprouting of BAECs. (A) siRNA-
mediated downregulation of VE-cadherin in BAECs. BAECs were transfected with control 
siRNA (siCT) or targeting VE-cadherin (siVE-cadherin) and downregulation was confirmed by 
immunoblotting against VE-cadherin. B) Representative images of phase contrast micrographs 
of BAECs spheroids transfected with control siRNA (siCT) or targeting Rap1 (siRap1) and 
treated with Ang-1 (100 ng/mL) or left untreated (CT). (C-D) Quantification of sprout length or 
number of sprouts per spheroids. Data are represented as mean ± SEM of three experiments with 
at least 8 spheroids per condition. Scale bar represents 100 µm. (E) Representative images of 
phase contrast micrographs of BAECs spheroids transfected with siCT or siVE-cadherin and 
treated with Ang-1 (100 ng/mL) or left untreated (CT). (F-G) Quantification of sprout length or 
number per spheroids. Data are represented as mean ± SEM of three experiments with at least 





VE-cadherin, but not Rap1, is essential for Ang-1-induced migration of BAECs. (A) 
Representative images of the trajectories of migrating BAECs captured by live-cell imaging 
during 6 hours of migration. BAECs were transfected with control siRNA (siCT) or targeting 
Rap1 (siRap1) and treated with Ang-1 (100ng/mL), where indicated. (B-C) Quantifications of 
total and net cell migration are shown. The graphs are representative of three independent 
experiments each yielding similar results. At least 60 cells per experiments were quantified 
(*p<0.05). (D-E) BAECs were transfected with control siCT or targeting VE-cadherin (siVE-
cadherin) and treated with Ang-1 (100ng/mL), where indicated. Quantifications of total and net 
cell migration are shown. The graphs are representative of three independent experiments each 
yielding similar results. At least 60 cells per experiments were quantified (*p<0.05).  
 
FIGURE 5 
VE-cadherin is required for Ang-1-induced cell adhesion to the extracellular. (A) 
Quantification of the relative cell adhesion to gelatin coated substrates of BAECs transfected 
with siRNA against VE-cadherin (siVE-cadherin), Rap1 (siRap1) or control siRNA (siCT), was 
measured in every condition as displayed. Results are shown as a relative ratio to the control. 
(B) Representative confocal micrographs of BAECs stained for total phospho-tyrosine (4G10; 
green) and transfected with siCT, siVE-cadherin or siRap1. Where indicated, cells were 
stimulated with Ang-1 (100ng/ml) for 30 minutes prior to fixation. The arrows point towards 
cell membrane where phospho-tyrosine staining is strongest. Scale: 20 µm. (C) Representative 
confocal micrographs images of BAECs transfected with GFP-FAK plasmids and transfected 
with siCT, siVE-cadherin or siRap1. Where indicated, cells were stimulated with Ang-1 
(100ng/ml) for 30 minutes prior to fixation. (D) Quantification of the number of focal adhesions 
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(FAs) per cell performed as in C. A total of 20 to 25 cells per condition were counted. The 






Fig 1: Ang-1 activates Rap1 and induces RAPL accumulation at cell-cell junctions 
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Fig 2: Rap1 is essential for Ang-1-induced stabilisation of cell junctions and inhibition of 




Fig 3: Rap1 and VE-cadherin are required for Ang-1-induced sprouting of BAECs 
 91 
Fig 4: VE-cadherin, but not Rap1, is essential for Ang-1-induced migration of BAECs 
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CHAPITRE 3  





Il est reconnu que l’Ang-1 est un facteur de croissance indispensable pour l’angiogenèse 
et la vasculogenèse. Grâce à son récepteur Tie-2, l’Ang-1 régule la réponse des CEs incluant la 
prolifération, la perméabilité, la stimulation de la migration et la promotion de la survie des CEs. 
Cependant, les voies de signalisation en aval restent méconnues. Des études ont montré que 
Rap1 est un régulateur positif de l’angiogenèse et un régulateur important de la barrière 
endothéliale 217, 220.  Cependant, le rôle de Rap1 comme effecteurs de l’Ang-1 n’a pas été étudié 
jusqu’à présent.  
La présente étude souligne l’implication de Rap1 dans l’angiogenèse induite par l’Ang-
1 (Fig. 3.1). Plus précisément, les données de la présente étude ont révélé que (1) le facteur de 
croissance Ang-1 peut induire l’activité de Rap1 dans les CEs. (2) Rap1 est essentielle pour 
l’augmentation de la barrière endothéliale induite par Ang-1. (3) Rap1 est nécessaire au 
bourgeonnement angiogénique in vitro. (4) Rap1 n’est pas nécessaire dans la migration des CEs 
après une stimulation par Ang-1. (5) Le blocage de la migration des CEs observé lors d’une 
diminution des niveaux de VE-cadhérine pourrait être dû à une augmentation de l’adhésion des 
CEs à la MEC. Ainsi la présente étude montre que Rap1 est nécessaire au bourgeonnement 
angiogénique ainsi que pour la stabilisation des JA après une stimulation par Ang-1. Cependant, 
l’inhibition de VE-cadhérine par siARN mais non l’inhibition de Rap1 contrôle l’adhésion 




Figure 3.1 Modèle d'activation de Rap1 et de VE-cadhérine en aval de la signalisation 
Ang-1. 
L’activation de Rap1 par Ang-1 stimule VE-cadhérine et entraîne la stabilisation des jonctions 
grâce à la diminution de la perméabilité. L’induction de Rap1 et de VE-cadhérine stimule le 
bourgeonnement angiogénique. Ang-1 induit également l’activation de la VE-cadhérine de 
façon indépendante de Rap1. La VE-cadhérine provoque la hausse de la formation d’adhésions 
focales ce qui renforce l’adhérence cellule-matrice. Ceci entraîne un blocage dans la migration 
collective endothéliale. 
 
À notre connaissance, cette étude démontre pour la première fois que le facteur de 
croissance, Ang-1, induit rapidement l’activité de Rap1.  Cependant, le mécanisme sous-jacent 
n’est pas encore établi. Il est probable qu’un GEF, qui agirait en aval du récepteur Tie-2 pourrait 
agir comme médiateur dans cet effet. Un candidat GEF possible est PDZ-GEF2 aussi appelé 
RA-GEF ou Rapgef6, qui transmet les signaux du récepteur tyrosine kinase Tie-2. En effet, une 
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analyse phosphoprotéomique conduite récemment dans notre laboratoire a identifié PDZ-GEF2 
comme étant phosphorylée lors d’une activation par Ang-1 dans les CEs 221. Cependant le rôle 
de PDZ-GEF2 pour l’activation de Rap1 induite par Ang-1 dans les CEs n’est pas établi. 
D’autres études seront nécessaires pour clarifier le mécanisme de l’activation de Rap1 induite 
par Ang-1 dans les CEs. 
La dégradation de l’intégrité vasculaire est une des étapes importantes de l’angiogenèse. 
Rap1 a été montré comme étant un régulateur essentiel pour la régulation de la barrière 
endothéliale 218, 222, 223.  Cependant, l’effet de l’activation de Rap1 par Ang-1 au niveau des JA 
n’a pas été étudié jusqu’à présent. Notre étude in vitro montre que Rap1 est essentiel lors de la 
stabilisation des JA par Ang-1. En effet, lors de l’inhibition de Rap1 par siARN, l’Ang-1 est 
incapable de maintenir une barrière endothéliale stable. Cela suggère que Rap1 est nécessaire 
au mécanisme anti-perméabilité de Ang-1. Une fois Rap1 activée, il a été établit que cette 
GTPase régule la fonction de la barrière endothéliale par deux mécanismes : directement en 
augmentant l’adhésivité des VE-cadhérines 224 ainsi qu’indirectement par la régulation 
dynamique du cytosquelette d’actomyosine225. Une étude a observé que Rap1 active Rac1 ce 
qui entraîne une réduction de la phosphorylation des CLM non musculaire ainsi qu’une 
diminution de la formation de fibres de stress radiales 226. Il est concevable que l’activation de 
Rap1 par Ang-1 induise ces voies de signalisation afin de stabiliser la barrière endothéliale, mais 
d’autres études sont nécessaires pour élucider les mécanismes induits par la voie Ang-1/Rap1.  
La formation de nouvelles jonctions cellule-cellule afin de former des tubules 
endothéliaux est une étape clef de l’angiogenèse. Étonnement, l’inhibition de Rap1 par une 
transfection de siARN contre Rap1, suite à une stimulation de l’Ang-1, a bloqué le 
bourgeonnement angiogénique dans les CEs. Ainsi, une étude récente a montré que des souris 
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hétérozygotes Rap1a avaient une réponse angiogénique réduite lors d’un essai sur Matrigel in 
vivo110. Des souris déficientes en Rap1b présentaient des anomalies angiogéniques. Une étude 
a également observé chez des souris n’ayant plus de C3G et de PDZ-GEF, que les souris avaient 
une morphogenèse vasculaire défecteuse227, 228. Ces résultats soutiennent nos observations que 
Rap1 est nécessaire lors de la formation de bourgeonnement angiogénique suite à une activation 
par Ang-1. 
La VE-cadhérine est une composante des JA et elle est importante pour l’intégrité 
vasculaire229. De plus, Rap1 induit les adhérences cellule-cellule véhiculées par la VE-
cadhérine201. Nous avons ainsi étudié le bourgeonnement angiogénique dans des CE ayant des 
niveaux de siARN de VE-cadhérine faible. Nos résultats montrent qu’une diminution de VE-
cadhérine dans les sphéroïdes endothéliaux résulte en une diminution du bourgeonnement 
angiogénique suite à une activation par Ang-1 in vitro.  Cela suggère qu’à la fois Rap1 et VE-
cadhérine sont essentiels pour le bourgeonnement angiogénique. Une autre étude a examiné la 
relation entre Rap1 et VE-cadhérine et a montré que Rap1 recrute un complexe de protéines 
essentielles au bourgeonnement à la VE-cadhérine pour réguler localement la dynamique des 
JA pendant le bourgeonnement 230. Ainsi cette dernière étude confirme que Rap1 et VE-
cadhérine interagissent ensemble lors du bourgeonnement angiogénique.  
Le bourgeonnement angiogénique nécessite un réarrangement exhaustif du cytosquelette 
qui est induit par RapL193, 215.  Nous avons montré qu’une stimulation de Rap1 par Ang-1 résulte 
en une localisation de RapL aux jonctions intercellulaires. Rap1 peut induire RapL à se dissocier 
des microtubules et le déplace dynamiquement de la région péri-nucléaire vers le front de 
migration194. Des études supplémentaires sont nécessaires pour élucider le mécanisme 
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moléculaire par lequel Rap1 affecte le bourgeonnement des CEs après une stimulation par Ang-
1.  
La migration cellulaire est une fonction angiogénique essentielle des CEs. Le rôle de 
Rap1 est cependant controversé. Une perte de C3G dans les fibroblastes de souris augmenterait 
la migration comparée à celle de cellules contrôles231. Dans la même lignée, la surexpression de 
Rap1V12 bloquerait la motilité cellulaire dans des cellules de carcinome. Cependant, certaines 
études rapportent qu’une diminution de Rap1 bloque la migration cellulaire alors que 
l’augmentation de Rap1 entraînerait une augmentation de la capacité à migrer193, 232, 233. 
Curieusement, nous avons observé que la petite GTPase Rap1 est essentielle, suite à une 
stimulation par l’Ang-1, pour la stabilisation des JA ainsi que pour le bourgeonnement 
angiogénique, mais ne joue pas un rôle important dans la migration endothéliale. Pourtant, notre 
laboratoire a montré que l’Ang-1 est essentiel à la migration collective, car elle favorise la 
polarisation des CEs par l’induction de la formation du complexe de polarité Par et la promotion 
des protéines impliquées dans les JA au front de migration93. Il est connu que la formation de 
nouveaux bourgeons à partir de vaisseaux préexistants est induite entre autres par la migration 
des cellules pionnières. Puisque la migration de cellules pionnières est une étape cruciale au 
bourgeonnement vasculaire, il est étonnant que Rap1 ne joue pas de rôle majeur dans la 
migration. Plusieurs hypothèses peuvent être émises afin d’expliquer nos observations. Il est 
connu que l’Ang-1 resserre les connections entre les cellules pionnières et les cellules « stalks » 
234. L’arrière des cellules pionnières doit maintenir le contact avec les cellules « stalks » et 
exercer des forces de traction pour empêcher la désintégration des branches. Il est possible que 
lors du bourgeonnement angiogénique, l’Ang-1 induise l’activité de Rap1 qui à son tour, est 
importante lors de la stabilisation des jonctions entre les cellules pionnières et les cellules 
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« stalks ». Il se pourrait alors que Rap1 ne soit tout simplement pas impliqué directement dans 
la croissance linéaire des bourgeons. Une diminution des niveaux de Rap1, empêcherait alors la 
formation de jonctions stable entre cellules pionnières et cellules « stalks » et préviendrait la 
croissance de bourgeons. Cette hypothèse permettrait d’expliquer notre observation que Rap1 
est activé de façon sélective par Ang-1 lors du bourgeonnement et qu’il est important pour le 
contact cellule-cellule situé à l’arrière de la cellule pionnière, mais qu’il n’est pas activé lors des 
contacts latéraux pendant la migration.  
Une autre hypothèse qui pourrait expliquer le blocage de bourgeonnement lors de 
l’inhibition de Rap1 pourrait être que Rap1 est requis pour la polarisation des cellules 
pionnières. Il est possible que Rap1 soit important pour l’établissement de signaux de polarité 
pendant le bourgeonnement en réponse à l’Ang-1. Il est important lors du bourgeonnement 
angiogénique que les CEs sachent quelles est leurs positions en fonction de leurs voisines lors 
du développement des vaisseaux afin d’assurer une réponse appropriée lors de signaux de 
guidage par les facteurs de croissance. La migration polarisée des cellules pionnières est induite 
lorsque celles-ci détectent et répondent aux facteurs de croissance. Nous savons que l’Ang-1 
joue un rôle important lors de cette étape. Il est possible que la petite GTPase Rap1 régule la 
dynamique du cytosquelette et la polarité cellulaire au moment de la polarisation des cellules 
pionnières en réponse à l’Ang-1. Une diminution de Rap1 pourrait alors empêcher la formation 
de cellules hyperpolarisées, inhibant la formation de cellules-pionnières. La cellule pionnière 
est importante, car elle est le leader des CEs lors du bourgeonnement angiogénique. Une 
possibilité est que l’Ang-1 active sélectivement Rap1 lors du bourgeonnement induisant la 
polarisation de cellules pionnières, mais que Rap1 ne soit pas impliqué lors de la formation du 
complexe de polarité pendant la migration collective induite par Ang-1.  
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Rap1 est connu comme étant un activateur essentiel de l’adhésion dans une variété de 
cellules213. Cependant, les rôles de Rap1 pour l’interaction cellule-MEC après une activation 
par Ang-1 n’ont pas été étudiés. Nous avons trouvé que VE-cadhérine est essentiel à l’adhésion 
cellule-matrice mais que Rap1 ne l’était pas. Cela n’est pas étonnant, puisqu’une augmentation 
de l’adhésion cellulaire à la matrice telle que nous l’avons vu dans des CEs transfectées avec un 
siARN contre VE-cadhérine peut expliquer le blocage de la migration que nous avons observée 
lors d’une diminution de VE-cadhérine. Dans le même sens, nous avons remarqué une hausse 
du nombre de FA par immunofluorescence dans les cellules ayant des niveaux de VE-cadhérine 
diminués.  
En résumé, il est évident que Rap1 n’est pas seulement important pour la promotion de 
la stabilisation de la barrière endothéliale mais également que celle-ci joue un rôle dans les effets 
proangiogéniques de l’Ang-1 telle que dans la stabilisation de la barrière endothéliale et le 
bourgeonnement angiogénique. Les données suggèrent que Rap1 peut agir comme un médiateur 
de Tie-2, un des principaux récepteurs de CEs contrôlant l’homéostasie des CEs. Dans la 
régulation de la signalisation à partir de ce récepteur, le passage de l’activité Rap1 de la 
promotion de la barrière à la promotion de l’angiogenèse peut dépendre de la nature de 
l’agoniste et des mécanismes intracellulaires conduisant à l’activation de Rap1. Il sera important 
d’élucider les effecteurs de Rap1 immédiats à différents stades de la réponse angiogénique, afin 
de comprendre exactement comment Rap1 contrôle les fonctions des CEs dans des conditions 




3.2 PERSPECTIVES FUTURES 
Les résultats montrés dans ce mémoire ouvrent la voie à plusieurs projets. Premièrement, 
nous avons montré que l’Ang-1 activait rapidement Rap1 dans les CEs. L’identification des 
GEFs impliquées dans la voie de signalisation Ang-1/Rap1 permettrait d’élucider le mécanisme 
d’activation de Rap1 lors d’une stimulation par Ang-1. Notre étude phosphoprotéomique a 
identifié PDZ-GEF2 comme un GEF potentiel étant activé par Ang-1 et induisant l’activité de 
Rap1. Cela nous permettrait de déterminer si PDZ-GEF2 active Rap1 suite à une stimulation 
par l’Ang-1 en transfectant les BAECs avec des siARN contre PDZ-GEF2. Un essai par pull-
down pourrait ensuite nous permettre d’examiner si l’activation de Rap1 est affectée après une 
stimulation par l’Ang-1.  
Deuxièmement, nous avons montré que Rap1 était impliqué dans le bourgeonnement 
angiogénique. Il serait intéressant à court terme, d’examiner la polarité des CEs ayant des 
niveaux de Rap1 diminués afin de mieux comprendre quel est le rôle de Rap1 dans le 
bourgeonnement angiogénique. En effet, une polarité directionnelle persistante est nécessaire 
pour la formation de nouveaux bourgeons. Pour examiner cette question, nous pourrions faire 
un essai de polarité, qui consiste à observer par immunofluorescence l’orientation du Golgi par 
rapport à un scratch. Chez des cellules de mammifères lors de la migration cellulaire, le Golgi 
est souvent positionné proche du centrosome et est donc localisé devant le noyau de la cellule. 
Cet essai nous permettrait de déterminer si Rap1 est impliqué dans l’orientation du Golgi lors 
de la migration 2D et lors du bourgeonnement 3D.  
Troisièmement, nos résultats montrent que Rap1 est important pour la stabilisation des 
JA suite à une activation par Ang-1. Il serait intéressant de quantifier l’effet d’une diminution 
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des niveaux de Rap1 suite à une stimulation par l’Ang-1 sur la perméabilité vasculaire in vivo, 
chez des souris Rap1 knockout. Pour cela, nous pourrions faire un essai intradermique « Miles 
assay » tel que décrit précédemment dans la littérature201.  Lors de cet essai, la queue de ces 
souris est injectée avec 1% de bleu d’Evans puis injectée de façon intradermique avec de l’Ang-
1. Il serait ensuite possible d’étudier l’étendue du colorant bleu Evans extravasé en quantifiant 
le poids du colorant par le poids de l’échantillon de tissu dermique.  
Quatrièmement, les résultats de ce mémoire nous ont permis de mieux comprendre le 
rôle de Rap1 lors de l’activation de l’Ang-1 dans l’angiogenèse et la stabilisation de la barrière 
endothéliale. Par conséquent, nos recherches futures devront se pencher sur le rôle de Rap1 dans 
l’angiogenèse suite à son activation par l’Ang-1 in vivo. Une étude générant des souris doubles 
knock-out endothéliales spécifiques a causé la mort des souris à E13.5159. Rap1 semble donc 
être nécessaire pour la formation d’une vascularisation fonctionnelle. Une autre étude a examiné 
chez des souris endothéliales spécifiques Rap1A-knock-out (Rap1A-ECKO) et Rap1B-knock-
out (Rap1B-ECKO) la fonction des deux isoformes sur le maintien de la barrière endothéliale 
et le remodelage des vaisseaux induit par le VEGF160. Cependant, aucune étude n’a encore 
regardé la croissance tumorale dans des souris doubles knock-out pour Rap1. Il serait donc 
intéressant comme expérience à long terme, de générer des souris doubles knock-out Rap1 
inductible par du tamoxifène endothélial restreint en croisant des souris dépourvues 
conditionnellement du gène qui code pour Rap1. Ces souris pourraient être générées grâce au 
système Flox/loxP par injection par tamoxifène qui active la recombinase Cre seulement dans 
les CEs (Tie2-Cre+/0; Rap1-/- ; Rap1-ECKO). Ces souris auraient alors une diminution de Rap1 
strictement dans les CEs. Cela nous permettrait d’examiner l’effet de Rap1 lors de l’expression 




La complexité de la signalisation Rap1 est en train d’être élucidée grâce à l’identification de 
nouvelles cibles moléculaires induites par les réponses de Rap1. L’émergence de la fonction de 
Rap1 comme un régulateur critique dans les cellules endothéliales justifie davantage d’études 
sur le rôle de Rap1 dans le dysfonctionnement endothélial associé aux pathologies cardiaques. 
En effet, d’autres études sont nécessaires afin d’avoir une meilleure compréhension des 
mécanismes sous-jacents de l’activation de Rap1 par Ang-1. Ils permettront d’identifier de 
nouvelles cibles thérapeutiques pouvant traiter les maladies cardio-vasculaires et les cancers. La 
signalisation Rap1 peut être exploitée dans des pathologies associées à des signes anormaux 
d’Ang-1 tels que les rétinopathies, le diabète et l’angiogenèse tumorale. En plus des conditions 
associées aux maladies, l’importance relative des diverses voies de signalisation Rap1 dans 
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